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Résumé 
 
 L’étude de la variation du génotype et du phénotype fut réalisée sur deux espèces de 
parasites intestinaux (Cryptosporidium parvum et C. muris) via une infection expérimentale 
de 10 passages successifs chez le veau (Bos taurus). L’infection avec C. parvum a bien 
fonctionné alors qu’aucun signe clinique n’a été observé dans le cadre de cette étude avec C. 
muris. Pour le génotype, nous avons étudié deux gènes (HSP70 et GP60) que nous avons 
amplifiés par double PCR puis séquencés. Les résultats semblent indiquer que ces gènes ne 
sont pas modifiés après 10 passages chez des veaux. Cela pourrait montrer une faible 
évolution génétique du parasite lorsqu’il passe de l’environnement à un animal hôte, facilitant 
ainsi les études épidémiologiques lors d’épisode de cryptosporidiose. Il faut cependant noter 
que les parasites utilisés ne provenaient pas de l’environnement. L’étude de la variation du 
phénotype a été tentée, sans succès, à l’aide d’un immuno-buvardage en point utilisant le 
sérum des veaux infectés. Des problèmes liés à la concentration des ookystes de C. parvum 
placés sur la membrane de l’immuno-buvardage en point sont suspectés.   
 
Mots clés 
 
Cryptosporidium, veau, passage, PCR, génotype, Immuno-buvardage, phénotype 
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Abstract 
 
 The study of the variation of the genotype and phenotype has been done with 2 species 
of intestinal parasites (Cryptosporidium parvum and C. muris) by using an experimental 
infection with 10 successives passages on calves (Bos taurus). Infection with C. parvum 
worked well but failed for C. muris. The genotype has been studied with two genes (HSP70 
and GP60), amplified with a double PCR and sequenced. Results showed that these genes are 
not changing after 10 passages on calves. This could demonstrate that the genetic evolution of 
the parasite is very slow even when passing from the environment to a susceptible host. That 
particularity might be useful for epidemiologic studies when an episode of cryptosporidiosis 
occurs. It’s important to consider that the parasites used were not taken from the environment. 
A Dot Blot using serum from infected calves has been tried without success. Problems related 
to oocysts concentration are suspected.  
 
Key words 
 
Cryptosporidium, calve, passage, PCR, genotype, Dot Blot, phenotype 
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Introduction 
 
            Les protozoaires appartenant au genre Cryptosporidium (Apicomplexa: 
Cryptosporidiidae), dont le nom en grec signifie « spores cachées », sont des organismes 
unicellulaires eukaryotes capables d’infecter le système digestif des mammifères et autres 
vertébrés (oiseaux, reptiles, amphibiens et poissons) et causant des signes cliniques associés 1, 
2. Plusieurs espèces ont été décrites, mais C. parvum demeure de loin la plus connue en 
médecine humaine et vétérinaire 3, 4. La maladie peut affecter l’espèce humaine 
(immunosupprimés tels les sidéens en particulier) ainsi que les bovins (les plus jeunes 
principalement) causant une morbidité et une mortalité élevées 5, 6, 7, 8. Villeneuve rapporte 
que lors d’une épidémie de cryptosporidiose en absence de tout autre agent entéropathogène, 
85 % des veaux eurent une diarrhée qui a duré 7 jours (âge moyen de 15 jours) 8. 
 
La cryptosporidiose bovine est une maladie appartenant au complexe des diarrhées 
néonatales qui entraîne une diarrhée profuse et liquide chez l’hôte infecté avec anorexie, perte 
de poids, douleur abdominale et déshydratation 7, 8. Elle débute habituellement une semaine 
après la naissance, résiste aux traitements basés sur les antibiotiques et persiste environ deux 
semaines 9. Les pâturages et les fermes contaminées seraient les sources d’infection les plus 
importantes pour les animaux de consommation alors que l’eau contaminée représente la voie 
principale chez l’humain 8, 10. Les bovins sont présentement considérés comme étant le 
principal réservoir de Cryptosporidium 8. De nombreuses caractéristiques dont la haute 
résistance dans l’environnement, la contagiosité élevée, la grande susceptibilité des veaux 
dont le système immunitaire est immature, le faible nombre d’unités infectieuses nécessaires 
pour entraîner des signes cliniques, l’absence de traitements ainsi que le manque d’efficacité 
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des désinfectants font que Cryptosporidium est un microorganisme occasionnant des pertes 
économiques importantes au sein du cheptel laitier 6, 8. 
 
Au sein des troupeaux laitiers du Québec, le genre Cryptosporidium a une prévalence 
très élevée. Une étude de Ruest et son équipe a montré que 88,7% des troupeaux de 
l’ensemble des régions du Québec étaient porteurs du parasite, mettant en évidence une vaste 
répartition géographique pour ce type de protozoaire qui a une distribution mondiale 10. Bien 
que C. parvum soit l’espèce la mieux connue et la plus fréquemment rencontrée, il en existe 
plusieurs autres présentes un peu partout dans l’environnement mais plus particulièrement 
dans les milieux humides 8. De nombreuses études ont été effectuées depuis les années 80 afin 
de mieux comprendre l’épidémiologie de ces parasites, notamment les modes de transmission, 
la prévalence chez les animaux de la ferme, l’animal hôte vs l’espèce de Cryptosporidium et 
les sources d’infection pour les animaux ainsi que les humains. Cependant, il est souvent 
difficile de travailler avec ce type de microorganisme car de nombreux génotypes existent, la 
culture du parasite est très difficile, les sources de contamination peuvent être nombreuses, la 
présence du parasite au sein des animaux de la faune est encore mal définie à ce jour et 
l’évolution du génotype et du phénotype lorsque le parasite passe d’une espèce animale à une 
autre demeure peu connue 8.  
 
Le but du travail qui suit est de :  
 
 Préciser l’impact du passage in vivo chez le veau pour deux espèces de 
Cryptosporidium soit : C. parvum et C. muris sur leur profil génotypique et 
phénotypique. 
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 Ainsi, il nous sera possible de caractériser l’évolution du parasite au sein de son hôte 
après plusieurs passages. L’objectif ultime est de vérifier si les différentes souches obtenues 
au sein des troupeaux infectés depuis un certain temps sont identiques ou différentes de celles 
provenant de la source de contamination initiale. L’étude permettra de mieux cibler les 
animaux ou autres sources à l’origine des parasites retrouvés dans l’environnement et ainsi de 
mieux diriger les interventions ayant pour objectif de réduire le risque pour la santé humaine 
et animale.  
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Revue de littérature 
 
1.  Classification taxonomique 
Les protozoaires en général forment un groupe très diversifié d’organismes 
unicellulaires eukaryotes souvent capables d’une certaine mobilité. Ils occupent un large 
éventail d’habitats mais l’humidité est essentielle à leur survie car ils sont tous, à différents 
degrés, sensibles à la dessiccation. Ils constituent une portion importante du plancton en 
milieu aquatique et marin et ils sont également très nombreux dans le sable, les matières 
fécales ainsi que dans la matière organique en décomposition. Plusieurs espèces, dont celles 
appartenant au genre Cryptosporidium, sont également d’importants parasites 11.   
 
Le genre Cryptosporidium forme un groupe d’espèces très apparentées qui infectent le 
système digestif de nombreuses espèces animales. Tel que montré dans le tableau I, ils font 
partie de l’embranchement des Apicomplexa (sporozoaires) dont les membres ont un stade 
sporogène durant leur cycle de multiplication, possèdent un complexe apical, exécutent une 
reproduction sexuée par syngamie, sont des parasites et ne possèdent pas de cils pour se 
déplacer. D’autres genres connus en médecine vétérinaire se trouvent au sein de cet 
embranchement comme les coccidies (Eimeria et Isospora), Pneumocystis, Neospora, 
Toxoplasma et Plasmodium. Le genre Cryptosporidium, qui compte 8 chromosomes, se classe 
parmi le sous-ordre des Eimeriorina qui inclut les coccidies 10, 11. 
 5 
 
 
Super-règne Eukarya * Archaea Procarya          
Règne Protista * Animalia Plantae Fungi     
Sous-règne Biciliata * Sarcomastigota       
Infra-règne Alveolata * Rhizaria   Excavata      
Phylum Myzozoa * Ciliophora       
Sous-phylum Apicomplexa * Dinozoa       
Infra-phylum Sporozoa * Apicomodana       
Classe Coccidea * Gregarinea Piroplasmea Hematozoa     
Ordre Eucoccidiorida * Protococcidiorida Agamococcidiorida Ixorheorida     
Sous-ordre Eimeriorina * Adeleorina       
Famille Cryptosporidiidae * Aggregatidae  Calyptosporiidae Elleipsisomatidae Lankesterellidae Sarcocystidae Spirocystidae 
 
Tableau I.  Phylogénie de Cryptosporidium 10 
 
2.   Les différentes espèces de Cryptosporidium et leurs hôtes 
Depuis la découverte de Cryptosporidium en 1907, de nombreuses espèces furent 
décrites en se basant principalement sur l’animal hôte comme critère d’identification 13. 
Cependant, la morphologie de ces différentes espèces au microscope était similaire si bien que 
la méthodologie d’identification des espèces fut remise en question. De nouvelles 
technologies en biologie moléculaire apparurent à la fin du 20e siècle comme la « Polymerase 
Chain Reaction » ou PCR ce qui permit la différenciation en plusieurs souches distinctes 14, 15, 
16, 17. En 2007, 14 espèces de Cryptosporidium étaient identifiées et répertoriées sur la base de 
la spécificité d’hôte, du site d’infection, de la morphologie de l’ookyste et de la biologie 
moléculaire : C. parvum, C. muris, C. hominis, C. wrairi, C. suis, C. bovis, C. felis et C. canis 
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chez les mammifères, C. meleagridis, C. baileyi et C. galli chez les oiseaux, C. serpentis et C. 
saurophilum chez les reptiles ainsi que C. molnari chez les poissons 8, 15, 17, 19, 49.  
 
2.1. Bovins 
Les espèces les plus fréquemment observées chez les bovins sont C. parvum dans le 
petit intestin (anciennement type 2) et  C. andersoni dans la caillette 20, 21, 22. Cryptosporidium 
andersoni n’est pas reconnue comme étant transmissible à l’homme mais l’espèce serait 
responsable d’un aspect chronique de la maladie chez des bovins plus âgés 23. En 1987, 
Anderson a identifié une souche de Cryptosporidium dans les glandes de l’abomasum de 
certains bouvillons 24. L’analyse moléculaire a permis de bien distinguer C. parvum de C. 
muris 24. Cryptosporidium felis a également été identifiée par caractérisation génétique chez 
des vaches de différentes régions 25, 49. La biologie moléculaire a permis également 
d’identifier deux génotypes différents des espèces précédemment citées ; C. bovine (génotype 
B) et C. deer-like 26. Fayer et ses collaborateurs ont pu montrer en 2005 le statut d’espèce de 
C. bovine (génotype B) qu’ils ont nommée C. bovis 19. Cryptosporidium baileyi a déjà été 
identifiée chez une vache adulte 27. 
 
2.2. Humains 
Cryptosporidium hominis (anciennement C. parvum type 1) est, en général, la plus 
communément rencontrée chez l’humain (responsable de près de 97% des cas de 
cryptosporidiose selon l’équipe de Pedraza-Diaz en 2001 28, 40% selon l’équipe d’Ong en 
2002 29). Cryptosporidium parvum (anciennement type 2) se retrouve aussi chez l’humain tout 
comme chez plusieurs autres mammifères. L’abondance de ces deux espèces de 
Cryptosporidium semble varier selon la région étudiée. Ainsi, C. hominis serait plus commune 
aux États-Unis et en Europe continentale alors que C. parvum se rencontrerait plus 
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fréquemment chez les humains au Royaume-Uni 16, 30. Même les différents isolats au sein 
d’une même espèce seraient regroupés géographiquement selon une étude d’Alves et ses 
collaborateurs effectuée en 2006 31. Cryptosporidium meleagridis s’est également avérée 
importante ces dernières années puisqu’elle a la même prévalence que C. parvum dans 
certaines régions du monde 32, 33. Une analyse de 951 spécimens de Cryptosporidium 
provenant de patients porteurs du VIH à Lima au Pérou a observé que C. meleagridis était 
présente dans 12,6 % comparativement à 11,3 % pour C. parvum 33. Des analyses 
phylogénétiques ont montré que C. meleagridis et C. parvum sont génétiquement très proches 
34, 35. L’infection chez des souris a également mis en évidence une grande proximité entre ces 
deux espèces 36. Cryptosporidium felis 32, 37, C. canis 37, C. génotype cerf 29 et C. suis 39 ont 
également été retrouvées chez l’homme. Des analyses phylogénétiques ont montré que 
Cryptosporidium génotype cerf et C. suis sont génétiquement très proches et qu’ils ne sont pas 
tellement apparentées à C. parvum ou à C. hominis 39. 
 
2.3. Autres animaux domestiques 
Tout comme pour les bovins, les ovins et caprins sont souvent infectés par C. parvum. 
Les ovins seraient aussi infectés par d’autres espèces ou génotypes retrouvés chez les bovins 
(C. bovis, C. hominis et C. muris) alors que pour les caprins, C. muris a déjà été identifiée 16. 
Cependant, une étude de l’équipe de Kvac effectuée en 2004 a montré que les ovins ne sont 
peut-être pas sensibles à C. muris (aucune excrétion durant 56 jours post-infection, pas de 
signe de diarrhée et absence du parasite au niveau de l’abomasum) 40. Une étude de l’équipe 
de Ryan sur les moutons en Australie n’a trouvé qu’un seul échantillon positif à C. muris sur 
plus de 1647 échantillons étudiés 23. Durant ce même projet, les chercheurs ont constaté que 
C. parvum et C. hominis étaient rarement isolées chez les ovins en Australie (génotype des 
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cervidés étant le plus commun) ce qui remet en question le rôle réel des petits ruminants pour 
le maintien et la transmission zoonotique de la cryptosporidiose 23.  
 
En 2003, l’équipe d’Enemark a identifié chez le porc un génotype différent de celui 
retrouvé normalement chez C. parvum provenant des bovins ou des humains et a conclu qu’il 
devait s’agir d’une nouvelle espèce spécialement adaptée aux suidés 136. Xiao et ses 
collaborateurs en 2006 ont récolté 56 échantillons de lisier de porcs provenant de 33 fermes 
irlandaises et trouvé, par PCR et séquençage, 25 échantillons contaminés par C. suis, C. 
génotype porc II ou C. muris 41. Toujours en 2006, lors d’une étude de l’équipe de Vitovec, 
10% des 4338 échantillons de fèces prélevés se sont avérés positifs à C. suis et aucune autre 
espèce ne fut décelée 42.  
 
Les oiseaux domestiques, tout comme les mammifères, sont susceptibles à l’infection 
par C. meleagridis 34. Il s’agit en fait de la seule espèce connue de Cryptosporidium capable 
d’infecter des mammifères et des oiseaux 34. 
 
2.4. Animaux de la faune 
Les principales espèces rencontrées chez les rongeurs sont C. parvum, C. muris et C. 
génotype souris 29, 43. Une transmission de C. muris entre bovin et souris est soupçonnée mais 
n’a pu être confirmée par caractérisation génétique 44. Cependant, une souche particulière de 
C. muris a été retrouvée chez la souris par la suite 45. 
 
 Une étude de Santin, Dixon et Fayer effectuée en 2005 a montré la présence de C. 
muris et de deux génotypes inconnus chez une espèce de phoque du grand nord québécois 
(Phoca hispida) 46. L’amplification par PCR de gènes d’intérêts de Cryptosporidium 
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provenant du contenu intestinal suivi d’un séquençage avait permis l’identification de ces 
différentes souches de parasite 46. 
 
 Chez les oiseaux sauvages comme les oies et les canards, les espèces majeures sont 
Cryptosporidium génotypes oies I et II alors que C. génotype canard, C. baileyi, C. parvum et 
C. hominis sont beaucoup plus rarement impliquées 47. Une étude de l’équipe de Jellison en 
2004 avait permis de trouver 5 génotypes en caractérisant des échantillons récoltés à travers 
les États-Unis 48. 
 
3.    Cycle vital 
La biologie de C. parvum est mieux connue que celle des autres espèces appartenant 
au même genre. Le cycle de vie est direct (sans hôte intermédiaire) et monoxénique, c’est-à-
dire que le développement dépend entièrement de l’hôte parasité 5, 20. Il n’y a aucune 
maturation dans l’environnement ce qui différencie les Cryptosporidium de la majorité des 
coccidies 5, 20. L’infection se localise en partie distale du petit intestin et cause une atrophie 
sévère des villosités ainsi qu’une entérite accompagnée de diarrhée par malabsorption 50, 51. Le 
parasite est excrété dans les fèces sous forme d’ookyste 14. À ce stade, le protozoaire est très 
résistant aux conditions adverses de l’environnement comme la chaleur et la dessiccation 14. 
L’ookyste, qui mesure 5,2 x 4,6 µm (4,8-5,6 x 4,2-4,8 µm), est ingéré par l’hôte qui peut être 
le même que précédemment en cas de réinfection ou un autre 14. Après ingestion, les enzymes 
digestives permettent l’ouverture d’un des côtés de l’enveloppe de l’ookyste ce qui libère 
quatre sporozoïtes (forme asexuée du parasite) 14. Bien que différents sites puissent être 
utilisés pour débuter l’infection, C. parvum préfère nettement les entérocytes tapissant l’iléon 
en portion distale du petit intestin 14.  Les sporozoïtes se fixent à la cellule-hôte par un 
procédé contrôlé essentiellement par des facteurs d’attachement spécifiques sur la surface des 
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sporozoïtes ainsi que par des récepteurs sur la surface des microvillosités de l’hôte 14.  Ils 
pénètrent ensuite à l’intérieur des cellules et se retrouvent alors entourés d’une mince couche 
de cytoplasme et de membranes provenant de la cellule-hôte 14. Ainsi, le microorganisme se 
retrouve en position intra-cellulaire mais extra-cytoplasmique à ce stade du cycle vital 14. Une 
organelle d’attachement semblable à un desmosome se développe ensuite à l’interface des 
cytoplasmes de l’hôte et du parasite 14. Cet organe permet au parasite de se nourrir aux 
dépends de l’entérocyte 14. Ainsi, les sporozoïtes deviennent des trophozoïtes qui peuvent 
rester à l’extérieur du cytoplasme et s’inclure dans une vacuole parasitophore 14. La 
reproduction asexuée a alors lieu (mérogonie) et donne successivement deux générations de 
mérozoïtes qui sont libérés de leur vacuole 14. Les mérozoïtes peuvent alors s’attacher à 
l’épithélium des cellules intestinales pour engager la phase de reproduction sexuée ou former 
une nouvelle vacuole parasitophore et ainsi être à l’origine d’un nouveau cycle de 
reproduction asexuée 14. Ce sont les mérozoïtes de deuxième génération qui pénètrent de 
nouvelles cellules pour se transformer soit en microgamètocyte ou en macrogamètocyte 14. 
Chaque microgamétocyte s’engage alors dans plusieurs divisions pour relâcher 16 
microgamètes qui pourront pénétrer à l’intérieur des macrogamètes 14. Il en résulte des 
zygotes qui sporuleront pour donner 4 sporozoïtes contenus dans un ookyste 14. Le sporozoïte 
est la forme infectante du parasite et possède une paroi protectrice épaisse lui conférant une 
grande résistance aux conditions adverses de l’environnement 14. Environ 20% des ookystes 
produits dans le système digestif ne parviennent pas à synthétiser une paroi protectrice de 
sorte que la rupture se produit plus distalement au sein du système digestif du même animal 
14. Les sporozoïtes ainsi relâchés vont envahir d’autres entérocytes au cours d’un processus 
nommé auto-infection, un phénomène absent chez les coccidies 14. Ce phénomène, absent 
chez les coccidies, serait à l’origine du caractère parfois chronique de la condition 14. Les 
ookystes à paroi épaisse (environ 80 %) transitent à travers le tube digestif pour ensuite être 
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émis dans l’environnement via les matières fécales et ingérés par un hôte potentiellement 
différent 14. Les veaux peuvent excréter entre 106 et 107 ookystes par gramme de matière 
fécale (C. parvum) alors que leur mère peut rejeter entre 500 et 900 ookystes par gramme lors 
de la mise-bas (Cryptosporidium sp) 52, 53, 55.  
 
Bien que C. parvum s’attaque principalement aux cellules épithéliales de l’intestin, 
d’autres tissus peuvent aussi être infectés tels les pneumocytes des voies respiratoires ainsi 
que la conjonctive de l’œil. De tels cas furent rapportés à l’occasion chez l’humain 54, 56. 
 
 
Figure 1. Cycle vital de Cryptosporidium parvum chez l’humain (tiré du site 
www.dpd.cdc.gov/DPDx) 
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4. Ookystes et résistance aux conditions adverses  
La microscopie permet une distinction entre deux types morphologiquement différents 
d’ookystes. Cryptosporidium parvum apparaît sous forme sphérique de 4 à 6 µm de diamètre 
alors que C. muris est de forme ovale et d’un diamètre de 7 à 9 µm 55. Sous leur forme 
dormante, les espèces du genre Cryptosporidium sont relativement résistantes aux conditions 
adverses de l’environnement en comparaison avec les autres protozoaires et ils peuvent même 
survivre au traitement chloré de l’eau potable ainsi qu’aux désinfectants utilisés dans les 
laboratoires, les hôpitaux et les fermes d’élevage 57. En 1998, une étude de Ruest, Faubert et 
Couture a montré que Cryptosporidium, contrairement à Giardia, avait le même pouvoir 
infectieux pour les bovins élevés à l’intérieur que pour ceux élevés à l’extérieur où les 
conditions sont généralement moins propices à la survie des protozoaires en raison des rayons 
ultra-violets, des écarts de température et du manque d’humidité 10. Cependant, les auteurs de 
cette étude mentionnent que l’excrétion du parasite est intermittante et qu’un seul échantillon 
fut prélevé sur chaque animal, ce qui pourrait avoir sous-estimé la prévalence réelle de 
Cryptosporidium chez les animaux élevés à l’intérieur et à l’extérieur 10. L’ookyste, la forme 
de résistance par excellence du parasite, peut survivre plus de 3 mois à des températures 
situées entre –4 et 4oC dans des milieux variés comme l’eau, le fumier ou le sol 58, 59. 
Cependant, cette résistance environnementale a ses limites. Ainsi, les températures extrêmes 
comme la chaleur ou la congélation accélèrent la destruction des ookystes 60, 61. Le caractère 
infectieux du microorganisme est complètement disparu en moins de 6 mois dans des 
conditions idéales pour la survie, en moins de 2 semaines à une température variant entre 15 
et 20oC et en moins de 5 jours à 37oC 62. Les ookystes meurent en quelques heures en milieu 
sec à température de la pièce 63. Cependant, lorsqu’enfouis dans le sol ou en milieu aqueux, 
les ookystes peuvent demeurer actifs et conserver leur pathogénicité pendant plusieurs mois 
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selon la température ambiante 7, 69. Par exemple, la viabilité des ookystes peut durer 12 mois 
dans l’eau à 4 0C 69. 
 
 
 
Figure 2. Ookystes de Cryptosporidium (tiré du site www.marvistavet.com) 
 
Les ookystes de Cryptosporidium sont très résistants à la plupart des désinfectants et 
des antiseptiques. En ce qui à trait aux produits couramment utilisés en milieu hospitalier, 
certains produits peuvent détruire les ookystes : le formaldéhyde 10 %, l’ammoniac 5-10 %, 
le peroxyde d’hydrogène 3 % et les produits javellisants. Malheureusement, la majorité de ces 
produits ne peuvent être utilisés à de telles concentrations en milieu hospitalier en raison de 
leur toxicité 64, 65. De plus, l’efficacité du chlore est diminuée par la présence de matières 
fécales où se trouvent le plus souvent les ookystes 8. En 1999, Wilson et Margolin ont 
confirmé que ni le glutaraldéhyde 2,5 %, ni le phénol 10 % pas plus que la providone-iodine 
10 % ne sont efficaces pour l’élimination des ookystes 66. En 1996, Fayer et ses collaborateurs 
ont testé l’efficacité de la désinfection par certains gaz 60. Ainsi, l’ammoniac, l’oxyde 
d’éthylène et le bromure de méthyle (ou bromométhane) ont une excellente efficacité selon 
cette étude 60. L’oxyde d’éthylène, utilisé dans les hôpitaux pour la stérilisation du matériel, 
est potentiellement carcinogène 67. En ce qui concerne le bromure de méthyle, utilisé comme 
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antiparasitaire en agriculture, on le considère nocif pour l’environnement (destruction de la 
couche d’ozone) ainsi que pour les humains (cancers de la peau) 68. Le traitement de l’eau de 
consommation par les produits chlorés, comme pratiqué pour certains processus de traitement 
des eaux, n’est pas suffisant pour l’élimination complète du pouvoir infectant 8. L’ozonation 
et le traitement aux UV sont les plus efficaces pour la désinfection de l’eau 69. Une 
concentration aussi faible que 0,59 mg d’ozone par litre d’eau suffit à réduire de 96 % le 
nombre de souris qui produisent des ookystes (inoculum de 1 x 105 ookystes/mL) 69. Mais 
l’ozonation serait moins efficace à température basse 70. Un autre obstacle  pour pour 
l’utilisation à grande échelle de l’ozone est la formation de bromate lorsque l’eau contient du 
bromide. Il s’agit d’un produit carcinogène 70. Une dose de rayons ultra-violets aussi faible 
que 9 mJ cm−2 peut inactiver 99.9 % des ookystes de Cryptosporidium 70. Le dioxide de chlore 
a également montré des effets intéressants 69. Une concentration de 0,46 mg de dioxide de 
chlore par litre d’eau suffit à réduire de plus de 93 % le nombre de souris qui produisent des 
ookystes (inoculum de 1 x 104 ookystes/mL) 69. La filtration standard de l’eau est peu efficace 
puisque les cellules de Cryptosporidium ont la capacité de se déformer pour traverser des 
pores de dimension inférieure à leur diamètre 71. L’utilisation de filtre de sable réduit le 
nombre d’ookystes sans les éliminer totalement 8. 
 
5.  Signes cliniques de la cryptosporidiose bovine 
 Chez les bovins, comme pour la majorité des espèces animales sensibles, la maladie 
causée par C. parvum est surtout observée chez les jeunes âgés de 4 à 30 jours alors que le 
système immunitaire est encore relativement immature. Au sein des troupeaux laitiers, le 
parasite fait partie du complexe de la diarrhée néonatale qui occasionne d’importantes 
mortalité et morbidité 7. Les pertes économiques pour l’éleveur sont associées à la mortalité, 
au retard de croissance, aux mesures de prévention mises en place et au coût des traitements 
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instaurés 6,9. De nombreux veaux peuvent être exposés à C. parvum dès les premières heures 
de vie 7, 52 et ainsi excréter les parasites à partir de 3 ou 4 jours d’âge 72, 73, 74, 75. De plus, il a 
été montré que l’excrétion fécale de Cryptosporidium sp chez la vache porteuse 
asymptomatiquement est plus importante lors du stress associé au vêlage, augmentant 
davantage l’exposition du nouveau-né 52. Cependant, les adultes n’excrètent pas 
nécessairement les génotypes de Cryptosporidium qui infectent les jeunes veaux 55. On 
rapporte habituellement une forte morbidité associée à une mortalité modérée à élevée 52. Une 
plus forte mortalité est généralement associée à une infection concomittante avec d’autres 
agents pathogènes appartenant au complexe des diarrhées néonatales comme Escherichia coli, 
les rotavirus de même que les coccidies 7, 8, 74. L’équipe d’Enemark avait d’ailleurs remarqué 
que la co-infection avec rotavirus pouvait rendre la cryptosporidiose beaucoup plus grave 136. 
Une étude de Heine et ses collaborateurs a montré que Cryptosporidium à elle seule peut 
produire les signes cliniques suivants: anorexie, dépression, diarrhée et fièvre 76. Des rechutes 
sont possibles après rémission apparente 77. Les adultes et parfois les jeunes peuvent excréter 
le protozoaire tout en demeurant porteurs asymptomatiques 8. Les veaux peuvent également 
être porteurs asymptomatiques lors d’infection à C. muris qui est une espèce différente de C. 
parvum 78. La virulence, la pathogénicité, l’antigénicité, la sensibilité aux différents 
médicaments ainsi que le caractère infectieux peuvent être influencés par la variabilité 
phénotypique entre les différentes souches de Cryptosporidium 79, 80. Ainsi, un patient 
souffrant de cryptosporidiose peut montrer des signes cliniques légers ou sévères en fonction 
du phénotype (virulence et pathogénicité) du parasite 79. La guérison dépend de la réponse au 
traitement qui peut être bonne ou mauvaise selon les protéines exprimées par le 
microorganisme 79. La nature des protéines d’un organisme change en fonction du phénotype 
exprimé ce qui peut grandement influencer la réponse immunitaire de l’hôte qui est basée 
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essentiellement sur la reconnaissance des protéines antigéniques retrouvées à la surface des 
ookystes 79. 
 
5.1. Diarrhée et douleur abdominale 
La diarrhée persiste 5 à 12 jours, avec une moyenne de 7 jours 8, 9. Un dos arrondi en 
raison de la douleur abdominale fait souvent partie des signes cliniques 7. La sévérité et la 
durée varient considérablement d’un individu à l’autre 82. Certains auteurs ont montré une 
corrélation significative entre la présence de diarrhée et l’excrétion de Cryptosporidium 7, 55, 83, 
84 alors que d’autres n’arrivaient pas aux mêmes conclusions 10, 85. Selon une étude de Wade, 
Mohammed et Schaaf réalisée en 2000, un animal diarrhéique a 36,5 fois plus de chance 
d’être excréteur de C. parvum qu’un animal en santé 55. En revanche, un animal normal a 2 
fois plus de chances d’excréter C. muris qu’un animal diarrhéique 55. Cela pourrait s’expliquer 
par le fait que C. muris est faiblement pathogène (porteurs asymptomatiques la plupart du 
temps) chez les bovins et qu’elle n’est pas l’espèce à suspecter lors d’épisodes de diarrhée 24. 
Olson et ses collaborateurs ont trouvé une prévalence de 20% de Cryptosporidium chez 104 
bovins adultes au Canada en 1997, alors qu’aucun n’a de signes de diarrhée (porteurs 
asymptomatiques) 59. Mais d’autres aspects du fumier peuvent être corrélés avec l’excrétion 
du parasite selon les observations de l’équipe de Castro-Hermida effectuées en 2002 (fèces 
molles ou liquides avec présence de mucus et de sang) 83, 84. Cependant, la diarrhée causée par 
Cryptosporidium parvum seule n’entraîne pas l’apparition de sang dans les fèces en raison de 
la localisation très superficielle du parasite 83, 84 et, selon l’étude de l’équipe d’Atwill datant 
de 1999, il y a une faible corrélation entre la présence de fèces liquides et l’excrétion du 
protozoaire 86. En général, la présence de sang et les fèces liquides sont plutôt associées à une 
coexistence entre Cryptosporidium parvum et d’autres agents entéropathogènes (infection 
mixte avec rotavirus, coronavirus, Salmonella, ou autres) 7, 87. 
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5.2. Déshydratation et perte d’électrolytes 
 La déshydratation et la perte d’électrolytes sont les conséquences directes de la perte 
importante d’eau par malabsorption intestinale lors de diarrhée. Naciri et ses collaborateurs 
rapportent 11,8% (n=153) de veaux de boucherie déshydratés de façon importante lors de 
cryptosporidiose (pli de peau persistant au-delà de 30 secondes, yeux enfoncés dans les 
orbites et muqueuses sèches) 7. Cette étude, qui a eu lieu en 1999, montre également 
l’existence d’un décalage entre le moment de la diarrhée, qui se produit autour du troisième 
jour d’observation, et celui de la déshydratation qui survient plutôt vers le quatorzième jour 7. 
Des déséquilibres électrolytiques (Na, Cl, K, Ca et P) ainsi que des variations du pH sanguin 
sont à prévoir lors de diarrhées importantes s’étalant sur plusieurs jours 8. 
 
5.3. Amaigrissement 
 Les maladies entériques causant de l’amaigrissement sont habituellement celles qui 
causent une diarrhée modérée sur une longue période (chronique) plutôt qu’une diarrhée aigue 
pendant une courte période de temps comme c’est le cas en général lors de cryptosporidiose 
simple 7, 8. Cependant, la maladie ouvre la porte à d’autres agents pathogènes opportunistes 
permettant de prolonger et d’augmenter la sévérité de la diarrhée en plus d’occasionner un 
amaigrissement important 7, 8. Selon Anderson en 1987, C. muris pourrait entraîner une 
diminution du gain moyen quotidien comme l’a montré l’examen post-mortem de bouvillons 
contaminés appartenant à un parc d’engraissement de 88 têtes 24. Des lésions importantes au 
niveau de l’abomassum ainsi qu’une forte présence du parasite semblaient indiquer une 
performance suboptimale du système digestif. Cependant, le gain moyen quotidien des 
animaux infectés était semblable à celui des individus qui n’ont pas été colonisés par le 
parasite 24.  
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5.4. Diminution de la production laitière 
 Cryptosporidium muris serait responsable d’une diminution significative de la 
production laitière 24. En 1995,  Esteban et Anderson avaient remarqué une diminution de la 
production laitière sur 5 fermes différentes 88. La perte était de 3,2 kg par jour de production 
laitière (moyenne de 4 fermes sur 5), soit 13% de lait en moins par rapport aux vaches non-
porteuses des autres fermes 88. Cette diminution de productivité a été notée pour les vaches de 
70 à 149 jours en lactation 88. Cryptosporidium muris, découverte d’abord chez les rongeurs, 
infecte principalement les glandes de l’abomasum des bovins ce qui n’entraîne pas de signes 
cliniques décelables. Cependant, la production d’acide chlorhydrique est retardée ce qui 
ralentit la digestion stomacale des protéines. Selon Anderson en 1998, ce phénomène pourrait 
expliquer la baisse de production laitière chez les vaches portant ce parasite. Mais le même 
auteur affirme qu’il est plus important d’éviter le contact de l’eau de surface par des fèces 
contaminées pour éviter la baisse de production laitière 89. 
 
6.  Signes cliniques de la cryptosporidiose humaine 
 L’intensité de la maladie chez l’humain dépend surtout de la capacité du patient à se 
défendre. Chez les personnes ayant un système immunitaire normal, le parasite peut causer 
une diarrhée profuse (environ 90 % des cas) mais auto-limitante la plupart du temps ou une 
infection sans signes cliniques 90. La durée de la maladie est d’environ deux semaines, mais 
peut être beaucoup plus longue dans certains cas 8. Les autres signes observés sont des 
crampes abdominales, des nausées, des vomissements et de la fièvre (36 à 57 % des cas) 5, 8, 
91. Une perte de poids accompagne souvent les signes cliniques chez les humains (150 patients 
sur 200 lors de l’épidémie de Milwaukee en 1993) 91. 
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 Chez les patients immunosupprimés comme les sidéens ou ceux qui subissent un 
traitement de chimiothérapie, on peut définir quatre types d’atteintes: certains patients 
demeurent asymptomatiques, d’autres présentent une diarrhée modérée d’une durée inférieure 
à deux mois et après laquelle il y a une réelle rémission, certains ont plutôt une diarrhée 
chronique avec des phases très sévères et, finalement, une symptomatologie extra-intestinale 
peut également apparaître 5. Les sites régulièrement atteints sont les poumons, le canal 
cholédoque (le plus fréquemment), le pancréas, l’estomac et l’oreille moyenne 92, 94. La 
cryptosporidiose chronique chez les immunodéficients peut durer toute la vie 95, 96. 
 
 La cryptosporidiose pose un réel problème de santé publique dans les pays en voie de 
développement. La maladie est alors associée à la malnutrition (qui entraîne une immunité 
plus faible en raison d’un apport insuffisant en protéines d’origine alimentaire) et entraîne un 
fort taux de morbidité et mortalité. La diarrhée provoquée par Cryptosporidium peut 
également se traduire par des anomalies de croissance dans certains cas 90, 92, 93.  
 
7.  Signes cliniques chez les autres espèces 
7.1. Porcs 
Une mort soudaine (précédée ou non d’une diarrhée) chez plusieurs porcelets avec une 
infection mixte (E. coli et Klebsiella avec C. parvum ou Salmonella typhimurium avec 
Cryptosporidium sp) a déjà été décrite dans une étude de l’équipe de Morgan datant de 1999 
43. Les observations de Hamnes et ses collaborateurs en 2007 ont montré que les porcelets 
infectés par le parasite souffraient davantage de la diarrhée que ceux testés négativement 97. 
Plusieurs cas d’infections asymptomatiques ont également été décrits 98. En République 
Tchèque, une nécropsie effectuée sur 4 porcs excrétant des ookystes de Cryptosporidium 
n’avait montré aucun changement macroscopique ni diarrhée mais des signes modérés 
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d’infection avaient pu être identifiés en histologie le long de l’épithélium de la muqueuse du 
côlon 42. L’âge moyen de susceptibilité au parasite serait de 6 à 12 semaines 9. 
 
7.2. Petits ruminants (ovins, caprins et autres) 
Les petits ruminants sont très sensibles à la maladie. En plus de la diarrhée, on peut 
noter de l’abattement, de l’anorexie, de la dépression, un retard significatif de la croissance 
ainsi que de la douleur abdominale. Le tout est accompagné d’une importante excrétion 
d’ookystes via les fèces 99.  
 
La diarrhée provoquée par Cryptosporidium est plus grave chez les chevreaux que 
chez les veaux puisqu’une morbidité et une mortalité importantes sont observées. L’équipe de 
Johnson rapporte un épisode de cryptosporidiose fulgurant dans une ferme où, malgré les 
soins prodigués, 238 chèvres de 2 jours à plus d’un an sont mortes 100. La morbidité chez les 
jeunes était près de 100 % 100. Lorsque les nouveaux-nés infectés sont séparés trop rapidement 
de leur mère (moins de 48 heures après la naissance), une diarrhée aqueuse avec mortalité 
rapide (quelques jours) survient vers l’âge d’une à deux semaines en raison d’un manque de 
transfert de l’immunité passive de la mère au veau 8. 
 
7.3. Volailles 
Chez les oiseaux domestiques comme les poules et les dindes, Cryptosporidium à elle 
seule peut être responsable de maladies digestives et respiratoires (lors de transmission par 
inhalation) parfois mortelles 8, 101. Chez ces deux espèces, le parasite peut se loger dans 
l’épithélium de différents organes : le caecum, le colon, le cloaque, la Bourse de Fabricius, le 
système respiratoire supérieur ou inférieur ainsi que les paupières 8, 101. Les signes cliniques 
associés varient en fonction de la localisation du parasite, l’atteinte respiratoire étant la plus 
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courante 36. Il peut y avoir une pneumonie, une sinusite ou une conjonctivite associée à la 
toux, de la dyspnée ainsi que du jetage nasal. Une diminution de croissance peut aussi 
accompagner les signes respiratoires. Une interaction avec plusieurs virus a été 
rapportée comme la maladie de Marek ainsi que l’hépatite virale du dindon. Comme pour les 
autres espèces, il y a beaucoup de porteurs asymptomatiques 36. 
 
7.4. Animaux de compagnie 
Chez les animaux de compagnie comme les chats et les chiens, l’infection 
s’accompagne rarement de signes cliniques sauf chez les plus jeunes probablement parce 
qu’elle y est exacerbée par le stress, la densité animale dans les chenils ainsi que l’immaturité 
du système immunitaire 8. Une condition pathologique concomitante comme l’infection avec 
un autre agent pathogène ou l’apparition d’une tumeur peut également occasionner des signes 
cliniques plus sérieux, surtout si la maladie en question a des propriétés immunosuppressives 
(FeLV, FIV et lymphome chez les félins ; virus entériques, distemper et parvovirose chez les 
canins). L’administration exagérée de corticoïdes (prednisone) peut également provoquer 
l’apparition de signes cliniques 8. Certains individus peuvent montrer de la diarrhée légère à 
modérée de façon chronique 8. Le taux élevé de chiens séropositifs suggère une exposition 
fréquente au parasite malgré un faible taux d’excrétion 102. Diverses études effectuées sur des 
chats n’ont pu montrer l’existence d’une association significative entre la diarrhée et la 
présence du parasite dans les fèces 103, 104. La proportion d’animaux diarrhéiques et excréteurs 
de Cryptosporidium est de 4/19 103, 104. De même, une étude de Nash, Mtambo et Gibbs 
effectuée en 1993 a permis d’échantillonner 59 chats de ferme: sept individus étaient 
excréteurs de Cryptosporidium mais aucun n’avait de signes de diarrhée 158.  
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7.5. Chevaux 
Chez les chevaux, les poulains âgés de 5 à 20 semaines sont les plus susceptibles.  
Quelques études avaient montré que la maladie se retrouve presqu’exclusivement chez les 
jeunes non sevrés. L’excrétion peut durer jusqu’à 14 semaines 75.  Des ookystes peuvent être 
trouvés chez les adultes mais ils ne montrent généralement aucun signe clinique sauf lors 
d’immunodéficience 8, 75, 105. Les chevaux arabes souffrant d’immunodéficience se sont avérés 
porteurs de Cryptosporidium dans l’étude de Snyder, England et McChesney en 1978 (cinq 
chevaux morts d’adénovirose avaient les intestins parasités par le protozoaire mais il est 
difficile d’établir l’implication de Cryptosporidium dans la mort de l’animal car le virus a 
probablement eu le rôle le plus important) 106. Le rôle de réservoir du parasite que pourrait 
représenter les juments pour leur progéniture est controversé 107. 
 
7.6. Animaux de la faune 
Des signes cliniques associés à C. parvum ont rarement été rapportés chez les animaux 
sauvages. En revanche, ils ont été mis en évidence lorsque ces animaux étaient capturés 
(stress, densité animale) ou nouveau-nés 108. Les signes cliniques sont comparables à ceux 
répertoriés chez les bovins : diarrhée modérée à sévère, perte de poids, crampes abdominales, 
léthargie, anorexie et fièvre 108. Une importante déshydratation peut survenir et causer la mort 
dans certains cas 108. Les animaux potentiellement porteurs sont nombreux : cervidés, 
primates, artiodactyles (antilopes, gazelles, bisons, girafes, lamas, mouflons, élans, oryx, 
impalas) et autres (rhinocéros, furets, léopards, lapins, divers rongeurs, insectivores, 
marsupiaux) 108. Les faucons seraient sensibles à C. baileyi surtout dans le système 
respiratoire 109. 
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Les cervidés sont très susceptibles au parasite de façon générale. L’équipe d’Orr relate 
une très forte mortalité (17 sur 20) parmi des chevreuils élevés à l’intérieur et en petits 
groupes après quelques jours de diarrhée (les cultures bactériologiques et virologiques s’étant 
avérées négatives) 110. D’autres observent une mortalité comparable chez les nouveau-nés 111. 
Dans une étude de Tzipori en 1981, les chevreuils furent capturés, élevés dans une station de 
recherche et nourris artificiellement. Dans les 6 semaines, environ 68 % des animaux ont 
développé une diarrhée avec 25 % de mortalité. Aucun autre agent pathogène ne fut identifié 
sauf pour un seul cas d’astrovirose. Deux chevreuils ont eu une diarrhée hémorragique 112. En 
revanche, un seul animal a montré de la diarrhée dans une étude de Skerret en 2001 où il 
s’agissait d’un élevage de cerfs et de chevreuils avec une prévalence élevée du parasite  
(39,3 % pour les cerfs ; 63,3 % chez les chevreuils) 113.  
 
8. Aspect zoonotique  
 Il est bien connu que C. parvum peut infecter aussi bien les bovins que les humains. 
Les personnes ayant des contacts répétés avec les animaux de la ferme comme les médecins 
vétérinaires, les producteurs, les travailleurs en abattoir et les autres intervenants sont 
généralement plus à risque de s’infecter 8. Une étude de l’équipe de Current a permis de 
montrer que les veaux souffrant de diarrhée représentent une source potentielle d’infection 
pour les humains (12 personnes immunocompétentes ayant été en contact avec des matières 
fécales de veaux infectés furent diagnostiquées au cours de l’étude) 114. Il semble que la dose 
infectante soit très faible. Selon l’étude effectuée par Dupont et ses collaborateurs, il faut en 
moyenne 132 ookystes viables pour infecter un humain en santé 115.  
 
L’infection chez l’humain est souvent causée par  l’ingestion d’eau contaminée et cela 
peut entraîner l’émergence d’épidémies sur une grande échelle comme celle de Milwaukee en 
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1993 (403 000 individus  infectées sur une population de 1 610 000 personnes) 8, 91. Les 
usines responsables de la filtration de l’eau potable puisent régulièrement l’eau d’un bassin 
déjà contaminé. Il est alors impossible de traiter l’eau de façon à détruire l’ensemble des 
ookystes qu’elle contient 8. De plus, l’eau en bouteille et celle provenant de puits artésiens 
peuvent également contenir des unités viables de Cryptosporidium 8, 92. Les sources de 
contamination des eaux de surface pouvant servir à la consommation sont nombreuses : 
humains, animaux de la ferme incluant les bovins, animaux sauvages dont le cerf de Virginie 
et animaux de compagnie) 8, 160. Les bovins sont fréquemment suspectés d’être la source de 
contamination de l’eau potable. En effet, on trouve davantage de Cryptosporidium en zone 
agricole et ce taux augmente en période de vêlage 8, 145. Les réservoirs d’eau potable seraient 
contaminés par l’eau de ruissellement des pâturages 8, 145. De plus, les oiseaux migrateurs 
peuvent contribuer à la contamination en agissant comme vecteurs 8. 
 
Quelques épidémies d’origine alimentaire furent rapportées dans la littérature depuis 
une vingtaine d’années et les aliments en cause sont divers : huîtres destinées à la 
consommation, lait non-pasteurisé, saucisses et cidre préparé à partir de pommes tombées sur 
un pâturage utilisé par des veaux 8, 146. Les mouches, attirées par les excréments des animaux,  
peuvent transporter des dizaines d’ookystes et ainsi contaminer la nourriture sur laquelle elles 
se posent 8, 131. 
 
Bien que C. parvum soit la plus connue des espèces ayant un potentiel zoonotique, 
plusieurs autres auraient le potentiel d’infecter les humains. Selon la littérature, les personnes 
immunosupprimées comme les sidéens peuvent également être porteurs et excréteurs de 
Cryptosporidium autres que parvum comme C. meleagridis par exemple 8. 
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9.  Prévalence de la cryptosporidiose bovine 
Il existe bien des facteurs expliquant la variation de la prévalence selon les études 
épidémiologiques. Les méthodes diagnostiques ne sont pas les mêmes selon l’année (plus de 
biologie moléculaire depuis 2000) et selon le but visé (établir une prévalence ou caractériser 
des isolats). Il existe aussi des variations inhérentes à la pathogénie du parasite. Ainsi, 
l’excrétion d’ookystes varie en fonction de l’âge des animaux échantillonnés et selon le 
nombre d’échantillons réalisés sur le même animal (excrétion transitoire et variable du 
parasite) 116. Lorsqu’on échantillonne deux fois par semaine pendant un mois les veaux d’un 
marché, on peut trouver une prévalence très élevée (93 % selon une étude de Villacorta et ses 
collaborateurs effectuée en 1991 dans la Galice située au nord-ouest de l’Espagne) 117 
comparativement à ce que l’on trouverait au même âge en échantillonnant une seule fois 
(environ 30 % selon l’équipe de Maldonado-Camargo en 1998 et l’équipe de Garber en 1994) 
118, 119. 
9.1. Au niveau des fermes (au moins un animal excréteur) 
 Le tableau II montre que les études réalisées en Amérique du Nord donnent une 
certaine variabilité de prévalence en fonction de la région pour les espèces du genre 
Cryptosporidium. À noter que lors de l’étude effectuée dans l’état de New York, 18,3 % des 
troupeaux étudiés étaient infectés par C. muris 55. L’âge des animaux utilisés pour ces études 
varie beaucoup, ce qui peut influencer prévalence de façon importante. De plus, certains 
critères de l’étude peuvent avoir une influence comme la sélection de fermes souffrant d’un 
problème de diarrhée néonatale au détriment des fermes où aucun problème ne fut signalé 82, 
120. Tous âges confondus, une étude sur 1321 bêtes montre une prévalence globale de 3,9 % et 
certains chercheurs trouveront que tous les veaux d’une ferme sont infectés à un moment 
donné (échantillonnages répétés jusqu’à 120 jours d’âge) 121. 
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Région Prévalence (%) Méthode Référence 
Québec 88 Microscopie standard Ruest et coll., 1998 
Manitoba 25 Microscopie standard Mann et coll., 1986 
État de New-York 13 Microscopie standard Wade et coll., 2000 
Ontario 63 Microscopie standard Sanford et coll., 1982 
Colombie-Britannique 80 Immuno-fluorescence Olson et coll., 1997 
État de la Californie 45 Immuno-flourescence Atwill et coll., 1999 
Tableau II. Prévalence de Cryptosporidium dans les fermes bovines de différentes régions 
d’Amérique du Nord 9, 10, 55, 58, 86, 120. 
 
9.2. Variation géographique et saisonnière 
 L’étude de l’équipe d’Atwill effectuée en 1999 ainsi que celle de l’équipe de Heitman 
en 2002 montrent une variation saisonnière puisque les ookystes de Cryptosporidium sont 
plus abondants au printemps et en été sur les fermes bovines 86, 122. Plusieurs hypothèses ont 
été émises pour expliquer ce phénomène, notamment le fait que cette augmentation de 
prévalence coïncide avec la saison de vêlage, donc avec une augmentation d’animaux dans 
l’âge à risque 8, 86, 120, 122. Mais Mohammed et Huetink établissent un risque accru au contraire 
durant l’hiver 85, 123. De plus, certains auteurs ne trouveront aucune incidence de la saison sur 
la prévalence 55, 83. Aucun ookyste n’est retrouvé dans l’eau d’un réservoir du Massachusset 
aux États-Unis entre la mi-avril et la mi-octobre (sauf une exception en juillet) dans l’étude de 
Jellison, Hemond et Schauer effectuée en 2002 27. La majorité sont retrouvés à la fin de 
l’automne et au début du printemps lorsque la température de l’eau du réservoir est inférieure 
à 9 0C, ce qui favorise la conservation des ookystes 27. Des facteurs comme le climat 
pourraient donc intervenir. L’étude de Heitman et ses collaborateurs suppose que les 
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événements de forte pluie pourraient avoir une incidence 122. La région géographique 
échantillonnée ne semble pas avoir d’influence sur la prévalence si on se fie à l’étude de 
Ruest, Faubert et Couture réalisée au Québec en 1998 10. L’équipe d’Olson a fait une étude de 
la prévalence de Cryptosporidium en Colombie-Britannique et arrive à des conclusions 
similaires 58.  
 
9.3. Variation selon l’âge 
 Peu importe l’âge des animaux, il est possible d’observer une certaine excrétion mais 
la prévalence est significativement plus importante chez les veaux en bas âge probablement en 
raison de l’immaturité du système immunitaire 85. Santin et ses collaborateurs ont étudié la 
cinétique d’excrétion de Cryptosporidium spp chez les bovins de 0 à 11 mois : il existe un pic 
du nombre de veaux excréteurs à l’âge de 2 semaines, puis un autre à 6 mois d’âge mais ce 
dernier est habituellement moins élevé (30,4 % vs 66,7 %) 26. Il semblerait également que le 
nombre d’animaux excréteurs commence à augmenter à nouveau entre 10 et 11 mois d’âge 
mais on ne peut savoir s’il s’agit d’un véritable troisième pic d’excrétion. Des génotypes 
différents de Cryptosporidium pourraient expliquer la présence de ces pics à des âges 
différents 55. L’étude de Huetink et ses collaborateurs observe à peu près le même schéma 
d’excrétion: 3 pics d’excrétion selon l’âge 85. Un premier durant le premier mois d’âge, un 
second pendant le sixième mois et le dernier au cours du douzième mois 85. La prévalence la 
plus élevée est observée pour les veaux de 1 à 3 semaines d’âge avec 39,1 % 85 et elle est 
assez faible après 18 mois (moins de 5 %) 85. Selon l’étude de l’équipe de Snodgrass datant de 
1980, la contamination des veaux par C. parvum se fait peu de temps après la naissance 74.  
 
Une étude de Faubert et Litvinski montre un pic d’excrétion de C. parvum-like en 
péripartum : la quantité d’ookystes excrétés chez les vaches parturientes (échantillonnées à 
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partir de 1 heure post-partum et pendant 10 jours) comparativement aux vaches pré-partum 
(10 jours après insémination et prélevées trois fois par semaine pendant 9 mois) ou post-
parturiente (à partir de 25 jours après le vêlage) est significativement plus élevée 52. Cette 
hausse de l’excrétion serait plutôt liée au stress qu’à l’âge de l’animal 52. 
 
 Une étude d’Akili et Harp s’est intéressée à la sensibilité des rats à C. parvum selon 
l’âge. Après avoir remarqué que la résistance s’acquiert autour du sevrage, ils ont inoculé des 
nouveau-nés avec un extrait d’intestins de vaches ou de rats adultes. Ils établissent alors que 
des facteurs de protection existent chez les adultes et peuvent être transmis aux jeunes 
toujours sensibles 133. Harp et ses collaborateurs ont étudié en 1990 l’effet de l’âge des veaux 
sur leur susceptibilité à l’infection par C. parvum. Des veaux furent inoculés à une semaine, 
un mois et trois mois d’âge. Les animaux infectés à une semaine d’âge ont montré des signes 
cliniques mais lorsqu’ils furent inoculés à nouveau à l’âge d’un et trois mois, il n’y eut aucune 
diarrhée ni excrétion du parasite. Les veaux infectés une première fois à un mois eurent 
également de la diarrhée mais se montrèrent résistants à l’infection lors de l’inoculation à trois 
mois. Finalement, 2 individus sur 7 ont montré des signes cliniques de cryptosporidiose et 
tous ont excrété le parasite lorsqu’infectés une première fois trois mois après la naissance 134. 
Les veaux élevés sans contact avec le parasite peuvent donc être sensibles jusqu’à l’âge de 
trois mois et sont excréteurs lorsqu’infectés. Les jeunes ayant eu un contact avec le parasite 
deviennent résistants aux infections subséquentes probablement en raison du système 
immunitaire 134.  
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9.4. Différences espèce / génotype selon l’âge 
 Wade suggèrent que C. parvum infecte principalement les jeunes veaux et que 
l’espèce retrouvée le plus souvent chez les animaux de plus de 30 jours est C. andersoni 55. Ce 
diagnostic est posé par technique microscopique et la morphologie de l’ookyste est le critère 
de classification à l’espèce. Il a été montré grâce aux techniques moléculaires que d’autres 
espèces ou génotypes pouvaient avoir la même morphologie que C. parvum ou C. andersoni 
(C. deer-like et C. bovine B ont une taille comparable à C. parvum selon Santin et 
collaborateurs 26). C’est pourquoi on devrait parler d’ookystes de C. parvum-like ou C. 
andersoni-like lorsque la microscopie est le seul moyen de discrimination utilisé. L’étude de 
l’équipe de Santin a permis de génotyper les différents isolats trouvés selon l’âge. Ainsi, C. 
parvum serait l’espèce majoritaire chez les animaux en pré-sevrage (5 jours à 2 mois). En 
post-sevrage, elle représente seulement 1 % des isolats. Cryptosporidium andersoni ne serait 
que la troisième espèce en termes de prévalence post-sevrage. Cryptosporidium bovine type B 
est le génotype majoritairement retrouvé dans cette catégorie (55 % des cas), et il représente 9 
% des cas pré-sevrage. Cryptosporidium deer-like est isolée également très fréquemment en 
post-sevrage (31 % des cas) alors qu’elle représente 5 % des cas au pré-sevrage 26. Ainsi, avec 
l’âge, les souches observées tendraient à être distinctes en plus du fait que la prévalence 
diminue fortement.  
 
9.5. Variation selon le type de production bovine        
(boucherie vs laitière) 
 La prévalence globale chez les veaux de moins de 3 semaines n’est pas différente 
selon le type de production (boucherie vs laitière) mais il semblerait que le moment où la 
prévalence atteint un pic soit retardé chez les veaux de boucherie 83, 86. L’immunité passive 
conférée par le colostrum et le lait, riches en immunoglobulines, serait plus longue chez les 
 30 
 
veaux qui demeurent avec leur mère plus longtemps malgré une incertitude concernant le 
pouvoir de l’immunité passive via le colostrum pour Cryptosporidium 86, 99, 218.  
 
10. Modes de transmission   
10.1. Transmission verticale (mère à veau) 
 Il est important de savoir s’il existe une transmission des mères aux veaux dans le but 
d’adopter ou non des mesures préventives autour du vêlage. Plusieurs études ont exploré cet 
aspect. Si l’étude de Faubert et Litvinsky émet l’hypothèse de la possibilité d’une telle 
transmission, d’autres s’opposent à ce point de vue 52. Cela dépendrait finalement des espèces 
diagnostiquées aux différents âges. Wade, Huetink et Ralston ont identifié plus 
spécifiquement des ookystes de C. muris-like et ont conclu qu’il était impossible qu’une 
transmission mère à veau puisse avoir lieu sur cette base 55, 85, 124. Toutes ces études 
employaient des méthodes de diagnostic microscopiques et il est connu que la discrimination 
des souches est limitée avec ces techniques. L’étude de la transmission mère à veau passe 
inévitablement par une caractérisation génétique des souches aux différents âges. Ainsi, 
l’étude de l’équipe de Santin a permis de montrer qu’il y a peu de souches communes entre 
adultes et veaux. Sur un total de 971 veaux, 345 étaient contaminés par Cryptosporidium sp 
dont 243 étaient en pré-sevrage et 92 en post-sevrage. Environ 85 % des infections en pré-
sevrage étaient causées par C. parvum alors que seulement 1 % des veaux en post-sevrage 
étaient infectés par cette espèce. La transmission entre ces deux groupes d’âge, sensibles à des 
parasites différents, est probablement négligeable 26.  
 
 Une étude de l’équipe de Kanyari a permis de mettre en évidence la transmission 
transplacentaire de C. parvum. Ils ont prélevé des ookystes provenant de veaux infectés et ont 
administré oralement 2 millions d’unités viables à des souris de laboratoire gestantes de 5 
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jours qui ont reçu de la dexaméthasone, une molécule de la famille des corticostéroïdes 
fréquemment utilisée comme immunosuppresseur, durant 6 jours,. Ils ont ensuite observés C. 
parvum à différents stades de développement à l’intérieur des intestins fœtaux. Malgré 
l’utilisation de la souris de laboratoire comme modèle pour l’infection expérimentale, les 
auteurs considèrent que la situation est fort probablement la même pour les autres espèces 
animales incluant les bovins et les humains. Il est donc possible pour une vache gestante ayant 
un système immunitaire affaibli de transmettre C. parvum au fœtus par la voie 
transplacentaire 258.   
 
10.2. Transmission horizontale 
10.2.1. Veau à veau 
 Selon certaines études, la possibilité de contact entre les veaux est un facteur 
significatif d’augmentation des infections chez les jeunes âgées de moins de trois mois 125. Par 
contre, d’autres trouveront qu’il n’y a pas d’influence significative du type de logement (en 
groupe ou individuel) sur le risque d’infection 26, 118. Des vecteurs mécaniques comme les 
bottes de travail pourraient être responsables de la transmission dans une ferme où les veaux 
sont maintenus physiquement séparés les uns des autres 26, 118. 
 
10.2.2. Par des vecteurs externes animés  
 Les travailleurs à la ferme pourraient représenter des vecteurs mécaniques de 
transmission entre les veaux. L’étude de l’équipe d’O’Handley le suggère alors que la 
prévalence est très forte dans une étable où le contact entre les veaux est impossible 121. 
Klesius et ses collaborateurs montre que les souris présentes dans les bâtiments d’élevage 
bovins pourraient jouer le rôle de réservoir pour les jeunes animaux de l’étable 126. Ils ont 
inoculé 7 veaux avec les matières fécales de souris porteuses et excrétrices attrapées dans le 
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même élevage 126. Tous les veaux montrèrent des signes cliniques compatibles avec la 
cryptosporidiose et excrétèrent des ookystes 126. Ainsi, les souris pourraient non seulement 
assurer la transmission de l’infection d’un veau à un autre mais également maintenir cette 
infection car les souris excrètent en moyenne les ookystes plus longtemps que les jeunes 
bovins 126. Une étude menée par Quy et son équipe a montré que les rats norvégiens (Rattus 
norvegicus) pouvaient également servir de réservoir sur les fermes laitières de la Grande-
Bretagne et que la prévalence pour ces rongeurs était plus élevée chez les jeunes en 
comparaison avec celle retrouvée chez les adultes 127. Les rongeurs sont généralement attirés 
par la moulée entreposée pour les animaux de ferme et peuvent ainsi la contaminer. L’eau 
donnée aux animaux peut également être contaminée par les fèces de rongeurs porteurs de 
Cryptosporidium 127. 
 
La transmission par des insectes vecteurs comme les mouches (diptères) ou les 
bousiers (coléoptères coprophages), bien que considérée mineure, a aussi été étudiée. 
L’équipe de Clavel a trouvé C. parvum sur 18 % des mouches d’une ville où les infections à 
Cryptosporidium sont connues chez les bovins 130. Les mouches porteraient les ookystes aussi 
bien dans leur tractus digestif que sur leur cuticule 128. Elles pourraient transporter jusqu’à 
1000 ookystes capables d’infecter des souris pour un minimum de 3 semaines 131. 
Szostakowska et ses collaborateurs ont montré que les mouches capturées aux alentours des 
fermes portaient beaucoup plus de Cryptosporidium que celles retrouvées ailleurs, notamment 
dans les villes 128. Les insectes se nourrissant de matières fécales comme les bousiers ont aussi 
le potentiel de transporter des ookystes 129. 
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10.2.3. Par des vecteurs externes inanimés 
 Des échantillons pris sur du fumier sec ramassé à l’intérieur de l’étable, dans des 
enclos de vêlage et à partir des poussières prises de 3 à 6 mètres du sol (fenêtres, mangeoires 
et poutres) montrent une grande contamination de Cryptosporidium dans l’environnement des 
vaches et, contrairement aux résultats de l’étude de l’équipe de Huetink 85, les échantillons 
pris sur les murs et le sol des huttes de veaux sont en grande partie positifs à Cryptosporidium 
parvum-like 52, 132, 135.  
 
 De nombreuses études montrent l’omniprésence de C. parvum dans l’eau en général 
qu’elle soit potable ou non 129. Même si le parasite peut infecter l’homme à partir d’un animal 
excréteur, la majorité des épidémies humaines rapportées dans la littératue sont le résultat de 
l’ingestion d’eau contaminée. À Milwaukee aux États-Unis en 1993, la contamination de 
l’eau potable était responsable de quelque 400 000 infections et d’environ une centaine de 
décès 91. L’eau des piscines serait à suspecter selon l’équipe de Takagi qui rapporte 288 cas à 
Nagano au Japon suite à une baignade en compagnie de personnes infectées affichant des 
signes cliniques de diarrhée 137.  
 
 Pour Huetink et ses collaborateurs, l’eau de pluie, en ruisselant à partir de fumier 
contaminé, serait un vecteur potentiel de contamination entre les veaux 85. L’équipe de 
Heitman a montré en 2002 que l’eau de consommation pour les animaux est à considérer dans 
la transmission des ookystes : les fermes où l’approvisionnement est l’eau de pluie sont plus à 
risque de contamination 122. De plus, l’accès direct des animaux à l’eau de rivière est un 
facteur de risque alors que l’eau d’un puits serait moins souvent contaminée 122. Castro-
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Hermida, Gonzàlez-Losada et Ares-Mazàs n’ont pas observé de différence entre l’eau de puits 
et celle de distribution municipale quant au risque d’infection 83.  
 
11. Facteurs de risques  
11.1. Exposition en bas âge 
Tel que mentionné précédemment, l’exposition en bas âge demeure le principal facteur 
de risque de voir apparaître la diarrhée chez les bovins. De plus, il a été montré que plus 
l’infection survient tôt dans la vie du veau, plus l’excrétion est prolongée 84. 
 
11.2. Densité animale 
 Le nombre de vaches laitières dans une étable tout comme le nombre d’animaux de 
ferme autres que des bovins sont des facteurs de risque importants 72, 138. De même, Kvàc et 
Vitotec trouvent une prévalence plus élevée de C. andersoni lorsque les vaches sont à l’étable 
plutôt qu’au pâturage 78. Certains chercheurs ont trouvé que les fermes ayant une densité 
d’animaux élevée étaient moins à risque mais une meilleure hygiène pourrait fausser 
l’interprétation de ces résultats 84.  
 
11.3. Type de sol et nettoyage 
Les mauvaises conditions de salubrité augmentent significativement le risque de 
cryptosporidiose. Castro-Hermida, Gonzàlez-Losada et Ares-Mazàs définissent trois facteurs 
de risque : la méthode de nettoyage, la fréquence des nettoyages ainsi que le type de sol. 
Même si le produit utilisé n’est pas précisé, le simple fait de désinfecter diminue 
significativement le risque 83. La fréquence de nettoyage est également importante. Si les 
stalles sont lavées une seule fois par mois, les veaux peuvent être jusqu’à deux fois plus à 
risque d’être infectés comparativement à si on les nettoie quotidiennement 84. La litière 
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semble avoir également beaucoup d’influence. Les animaux logés sur de la paille avec un sol 
en terre ont plus de risque d’être infectés que ceux vivant sur le ciment. La terre et la paille 
conservent beaucoup mieux l’humidité que les sols en ciment ce qui permet une meilleure 
survie du parasite 118. De plus, il est possible de désinfecter un plancher de ciment et cela 
diminue les risques de contamination de 62 % 84. Le balayage est aussi un facteur de risque 
important en permettant le transport des ookystes d’une stalle à l’autre 118. La majorité des 
désinfectants comme ceux à base de chlore ne sont pas reconnus efficaces pour éliminer 
Cryptosporidium de l’environnement. Récemment, des désinfectants à base d’amines comme 
le KENO TM COX, un brevet en instance, se sont montrés très efficaces. L’équipe de Naciri a 
montré que les ookystes sont détruits ou inactivés complètement après un traitement de 2 
heures avec une solution de KENO TM COX concentrée à 3 % 259.     
 
11.4. Type de logement 
Le  type de logement (individuel ou en groupe) ne semble pas avoir d’effet significatif 
sur le risque d’infection 26, 118. Les vecteurs de transmission animés et inanimés pourraient 
expliquer en bonne partie cette absence de différence entre les types de logement 26, 118. 
 
11.5. Prise de colostrum 
Dans une étude de Tzipori et collaborateurs sur des veaux diarrhéiques, la plupart des 
veaux étaient hypoglobulinémiques 139. On pourrait supposer que la prise de colostrum serait 
un facteur de protection face à Cryptosporidium 139. Le fait d’administrer du colostrum frais 
plutôt que congelé diminue l’incidence de la maladie 72. D’autres trouveront que le colostrum 
n’offre aucune protection face à la cryptosporidiose 134, 138. Une étude de Baillargeon en 2004 
a même montré que le colostrum bovin pouvait être contaminé par C. parvum et devenir, 
paradoxalement, une source d’infection pour le veau naissant 257. Cependant, administrer un 
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colostrum hyperimmun bovin permet de diminuer le temps d’excrétion (6,2 jours en moyenne 
contre 8,5 jours), la durée de l’épisode de diarrhée (2,3 jours contre 5 jours) et le nombre 
d’ookystes excrétés par rapport à un colostrum  normal 140. Martin-Gomez, Alvarez-Sanchez 
et Rojo-Vazquez obtiennent des résultats similaires avec du colostrum hyperimmun provenant 
de brebis mais seulement 3 individus furent utilisés pour leur étude ce qui n’est pas très 
significatif 99. 
 
11.6. Alimentation 
Le fait de donner de la moulée serait un facteur de risque à cause d’une contamination 
par les fèces de rongeurs ou en raison d’une trop grande perturbation de la microflore 
intestinale au moment du sevrage des veaux 118. Les veaux nourris au lait reconstitué sont 5 
fois moins à risque que ceux nourris au lait naturel dont les risques de contamination sont 
beaucoup plus élevés 72. L’eau aussi peut être contaminée puisque la désinfection de l’eau, 
généralement à base de chlore, est inefficace pour éliminer complètement les ookystes 8. 
 
12.  Rôle des bovins dans la transmission interspécifique 
 Les animaux de la ferme sont perçus depuis longtemps comme le principal facteur de 
contamination de Cryptosporidium dans les habitats aquatiques et donc responsables des 
épidémies humaines par ingestion de l’eau de boisson 8. Cependant, les analyses moléculaires 
n’ont pas confirmé la responsabilité des bovins dans la plupart de ces crises (sauf l’épidémie 
de Cranbrook en Colombie-Britannique) 141. Par exemple, après l’épidémie de Milwaukee qui 
a eu lieu en 1993, l’espèce majoritairement retrouvée fut C. hominis 142, suggérant que 
l’organisme venait en fait de matières fécales humaines. Pour toutes les épidémies où la cause 
a pu être identifiée, une déficience au niveau du processus de traitement des eaux a été 
montrée 8, 125, 142. 
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En Europe, C. parvum est plus prévalent que C. hominis au sein de la population 17. 
Durant l’épidémie de fièvre aphteuse de 2001 en Angleterre et en Écosse, on a observé une 
diminution globale de la cryptosporidiose d’origine bovine (C. parvum) avec une 
augmentation de la proportion de cas de cryptosporidiose humaine associés à C. hominis 143. 
Des mesures préventives restreignaient alors le déplacement des humains et des animaux à 
travers le pays et entraînaient l’abattage massif d’animaux de ferme. Les contacts entre 
humains et bovins furent minimisés durant une certaine période de temps ce qui a grandement 
diminué l’incidence des zoonoses causée par C. parvum 143.  
 
Si on s’intéresse aux espèces de Cryptosporidium présentes chez les animaux 
sauvages, C. parvum a été identifiée chez des primates en captivité, des cervidés, des 
bovidés (bison), des félidés (puma, lynx) et des rongeurs (castor, chien de prairie) 144. Puisque 
C. parvum est surtout retrouvée chez les bovins, il est probable que l’environnement des 
fermes d’élevage représente une source potentielle de contamination pour la faune sauvage 
vivant à proximité 144.  
 
13.  Pratiques à risque 
L’étude de l’équipe Sischo sur la contamination des cours d’eau attenant à 10 fermes 
laitières a permis de reconnaître certaines pratiques agricoles plus à risque 125. Ainsi, 
l’épandage fréquent de fumier (plus de 6 fois par an) était associé à un risque beaucoup plus 
élevé de transmission de l’infection par Cryptosporidium sp. L’eau en amont des fermes était 
incriminée plutôt que l’eau en aval. Ainsi, d’autres sources de contamination étaint possibles 
comme l’eau d’égout des résidences situées à proximité 125.  
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Sur les fermes laitières de l’état de New York, il a été montré que 17 % des 
échantillons de sols de ces exploitations étaient contaminées par le parasite 132, 144. La 
présence des ookystes dans l’eau a plusieurs explications : le drainage à partir des tas de 
fumier, le contact direct des bovins avec les cours d’eau, le drainage après épandage et le 
lavage de sols chargés en fumier 132, 145. 
  
14.  Prévalence de la cryptosporidiose chez les autres espèces 
14.1. Humains 
 
  Chez les individus immunocompétents, Cryptosporidium est responsable de 6 % des 
diarrhées alors que pour les sidéens qui vivent dans les pays en voie de développement, ce 
parasite est présent chez plus de 24 % des individus en diarrhée 147. En Iraq, une étude a 
montré qu’environ la moitié des animaliers veillant au transport et aux soins des animaux de 
ferme étaient porteurs de parasites intestinaux divers (comparativement à moins de 15% chez 
ceux qui ne s’occupent pas des animaux) mais très peu étaient infectés par Cryptosporidium 
148. En milieu hospitalier vétérinaire, les zoonoses dues à Cryptosporidium sont plus 
fréquentes en raison du contact étroit du personnel avec des animaux en diarrhée. Dans la 
majorité des cas, les bovins sont responsables de la maladie chez les humains 149. 
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14.2. Animaux d’élevage (autres que bovins) 
En 1997, l’équipe d’Olson a établi une prévalence de 11 % pour Cryptosporidium spp 
chez les porcs au Canada. Cette prévalence était plus forte chez les porcs âgés de plus de 6 
mois (18% contre 3%) 58. L’étude de Xiao et ses collaborateurs effectuée en 2006 sur les 
fermes porcines irlandaises avait montré une forte prévalence du protozoaire (25 positifs sur 
56 échantillons de lisier). De plus, certains individus peuvent excréter une grande quantité 
d’ookystes via le lisier ce qui représente un risque accru de contamination des eaux 
d’écoulement provenant de terres agricoles ayant utilisé des fèces de porcs pour enrichir le sol 
149. L’équipe de Vitovec a échantillonné 4338 fèces de porcs en République Tchèque sur des 
truies non-gestantes, en pré-sevrage et après la mise-bas 42. Les truies qui n’étaient pas 
gestantes furent toutes déclarées négatives alors que 5,7 et 24,1 % des truies pré et post-
parturientes excrétaient le parasite. Le stress de la mise-bas pourrait entraîner une diminution 
suffisante du système immunitaire pour permettre une augmentation de l’infection  42.  
 
Ortega-Mora et Wright ont étudié l’influence de l’âge des agneaux sur la susceptibilité 
à l’infection 150. Ils ont comparé 3 groupes d’âge d’infection (6 jours, 28 jours, 56 jours). Dès 
28 jours d’âge, les signes cliniques sont très réduits (seul un faible pourcentage d’agneaux ont 
la diarrhée) et à 56 jours, tous les animaux sont asymptomatiques. De plus, la cinétique 
d’excrétion change. Si la période prépatente reste la même, la période patente est diminuée de 
moitié (comparaison d’animaux infectés à 6 jours vs 28 jours) 150. Majewska et ses 
collaborateurs ont également constaté la plus grande susceptibilité des jeunes ovins par 
rapport aux adultes qui ne montrent presque jamais de signes cliniques 151. La prévalence chez 
les brebis fut de 23 % avec 57 % pour les moins de 6 mois et 9 % pour les plus âgés lors de 
l’étude canadienne d’Olson et ses collaborateurs effectuée en 1997 58. D’autres chercheurs 
obtiennent des valeurs différentes. Ainsi, Majewska et son équipe ont trouvé une prévalence 
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de 10,1% chez les moutons mais aucun animal positif identifié sur les fermes caprines 
étudiées 151. En Égypte, Abd-El-Wahed a mesuré une prévalence variant de 30 à 68,3 % chez 
les jeunes ovins 152. On sait que la plupart des agneaux, tout comme les veaux, sont infectés 
surtout durant les deux premières semaines de vie 112. 
 
En Irak, la prévalence de Cryptosporidium chez quelques animaux de ferme fut 
estimée durant l’étude de Mahdi et Ali en 2002 ; 13.3% des moutons portent le protozoaire 
selon cette étude alors que ce chiffre s’élève à 17.7% pour les chèvres (20% pour les bovins) 
148. Au Sri Lanka, 28,5% des chèvres seraient porteuses du parasite, la plupart étant des 
adultes asymptomatiques 153. Chez les brebis, la période péripartum entraîne une 
augmentation importante de l’excrétion d’ookystes. Ceci est observé chez certaines brebis 
déjà une semaine avant la mise-bas et chez d’autres une semaine après 154. L’inoculation 
d’ookystes de chèvres porteuses saines à des chevreaux nouveau-nés provoque des signes 
cliniques comparables à ceux observés lors d’infections naturelles chez ces derniers, montrant 
les risques associés aux porteurs asymptomatiques 153. La période péripartum (3 semaines 
avant et après) coïncide également avec une hausse importante de l’excrétion d’ookystes au 
sein de troupeaux de chèvres (jusqu’à dix fois plus), ce qui augmente les risques d’infection 
des nouveau-nés 155. L’équipe de Noordeen en arrive à la conclusion que les chèvres et leur 
progéniture pourraient représenter un réservoir zoonotique pour les humains 153. Mais leur 
étude ne spécifie pas quelles espèces de Cryptosporidium sont présentes alors il est difficile 
de conclure avec certitude sur le rôle des caprins dans la transmission de la maladie à 
l’homme 153. L’étude de Ryan et ses collaborateurs a montré que C. parvum et C. hominis 
infectaient rarement les ovins en Australie. Le rôle réel des petits ruminants pour le maintien 
et la transmission zoonotique de la cryptosporidiose est possiblement mineur, du moins en 
Australie 23.  
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14.3. Équins 
L’étude de Mahdi et Ali effectuée en Irak en 2002 a révélé qu’environ 12% des 
chevaux étaient infectés par Cryptosporidium 148. En Pologne, des ookystes ont été identifiés 
dans 50% des écuries visitées. La prévalence au sein de chacune des écuries se situait entre 0 
et 11,5 % (prévalence globale de 3,5 %). L’excrétion d’ookystes était faible et l’infection ne 
s’associait jamais à des signes cliniques décelables 151.  
 
 Les chevaux ne semblent impliqués dans la transmission interspécifique (zoonose) du 
parasite. Les humains travaillant pour les écuries de l’étude de l’équipe de Majewska étaient 
tous négatifs pour Cryptosporidium même si certains chevaux étaient reconnus excréteurs 151. 
Cole et collaborateurs sont arrivés à la conclusion que les chevaux adultes ainsi que les bovins 
ne sont pas des réservoirs importants de la maladie pour les poulains 156. Le nombre 
d’ookystes produits par un cheval adulte infecté est probablement trop bas pour permettre la 
transmission efficace du parasite. 
 
14.4. Autres animaux 
 La prévalence chez les chats est de 8,1 %, sans différence significative entre les chats 
sauvages et domestiques selon Mtambo 103. Les chatons sont plus souvent porteurs que les 
adultes (16 cas étudiés sur 19) 103. Des parasites, identiques à la microscopie, ont été retrouvés 
chez des veaux de la ferme dont provenait un chat infecté 158. Ceci pose la question de la 
transmission d’une espèce à l’autre, alors que la caractérisation génétique nous a montré que 
les chats peuvent à l’occasion être porteurs de C. parvum, l’espèce majoritaire chez les 
bovins, et que C. felis peut aussi se rencontrer chez les bovins.   
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Rickard et ses collaborateurs ont étudié la prévalence chez des cerfs et chevreuils en 
liberté. Ils établissent une prévalence de 8,8 % chez les animaux de moins de 6 mois et 5,0 % 
chez ceux âgés de plus de 6 mois 159. Ceci nous donne une idée de la prévalence globale. 
Cependant, on ne peut conclure sur la prévalence des deux groupes d’âge. Pour les adultes, les 
échantillons proviennent de 9 bassins versants différents et pour celui des jeunes, ils 
proviennent des animaux présentés à un centre de faune sauvage, donc un territoire beaucoup 
plus restreint 159. Perz et Le blanco établissent une prévalence de 11 % sur des chevreuils 
sauvages 160. Skerrett et Holland ont étudié le taux d’excrétion chez des animaux 
asymptomatiques dans un élevage de cerf situé en Irlande. Ils ont noté un taux d’excrétion de 
39,3 % pour les adultes et de 63,3 % chez les jeunes d’un âge inférieur à 6 mois. Ils notent 
que les cerfs rouges adultes excrètent des ookystes toute l’année en faible nombre, alors qu’il 
y aurait une augmentation de l’excrétion autour de la mise-bas 113. La contamination des 
pâturages par Cryptosporidium pourrait être un des moyens de transmission interspécifique. 
En Écosse, des chevreuils ont été contaminés alors que leur pâture avait été utilisée par un 
troupeau de vaches atteintes 161. Il faut noter que l’équipe de Xiao avait déjà rapporté 
l’existence de la souche C. parvum génotype cerf dans un échantillon issu d’un ruisseau qui 
contribue à l’approvisionnement en eau de la ville de New York 162. Plusieurs communautés 
de la Colombie-Britannique sont approvisionnées à partir d’eau de surface non traitée dans 
lesquelles on retrouve Cryptosporidium 145. Les sources d’eau potable sont parfois situées près 
de forêts et autres habitats où la faune est abondante 29. 
 
Des ookystes de C. parvum-like ont été retrouvés avec une prévalence assez 
importante (15 à 33 %) chez certains rongeurs notamment chez différentes races de souris 126, 
163, 164. Le parasite a également été retrouvé chez les rats (prévalence de 2 à 63 %) 165 et les 
campagnols (1 à 20 % selon les races et la localité) 164, 166, 167. Contrairement à C. parvum, C. 
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hominis serait incapable d’infecter les souris de laboratoire 168. C. muris-like a été retrouvée 
chez la souris domestique dans 10 à 26 % des échantillons, chez le campagnol dans 2 à 43 % 
des cas de même que chez le rat 163, 165, 166. 
 
 Les oiseaux migrateurs pourraient contribuer à la contamination d’eau en agissant 
comme vecteurs puisque Graczyk et son équipe ont montré qu’après une infection orale, les 
parasites traversent leur tractus digestif sans provoquer d’infection 170. La transmission des 
oies aux mammifères a été étudiée ; des souris ont été infectées avec un pool d’isolats d’oies 
sauvages. Une sévère infection s’en est suivie. La caractérisation génétique de l’isolat a 
montré qu’il s’agissait de C. parvum. Les oies sont donc vectrices de souches infectantes au 
moins pour les souris 170. Mais la proportion d’isolats avec un génotype partagé par les oies et 
les humains est très faible (2/49 C. hominis, 5/49 C. parvum), ce qui minimise le rôle de 
vecteur qu’auraient les oies envers les humains 169.  
 
15. Méthodes diagnostiques à partir de  matières fécales 
De nombreux microorganismes peuvent provoquer de la diarrhée chez le jeune veau et 
des techniques de diagnostic précises sont donc nécessaires afin d’identifier les différents 
agents infectieux en cause 2. Avant 1978, le diagnostic de la maladie dépendait de l’examen 
histopathologique des tissus intestinaux affectés 171. Depuis les années 80, la détection sur 
matières fécales est possible suite au développement de nombreuses techniques de 
purification et de concentration des ookystes mais de nos jours, la biologie moléculaire est 
mise à profit pour une détection encore plus sensible et spécifique 172.  
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15.1. Microscopie, examen après concentration 
Pour un diagnostic de routine, on augmente la sensibilité en concentrant les ookystes 
soit par simple flottation dans une solution sucrée saturée, soit par centrifugation (dans une 
solution sucrée saturée ou de formol et d’éther chez les carnivores). Ensuite, il est possible de 
colorer les ookystes simplement en posant une goutte de solution de sucrose sur la lame 8 ou 
par d’autres techniques (Ziehl Neelsen modifié ; coloration négative de Heine) 152. Lorsqu’une 
solution saturée en sucrose est utilisée, les ookystes prennent une couleur rosée visible au 
microscope 171. Les propriétés alcoolo-acido-résistantes de la membrane des ookystes 
permettent leur détection via une technique de coloration Ziehl Neelsen 173. La sensibilité 
d’une technique avec concentration est bonne comparativement à un frottis direct, soit 92 et 
61 % respectivement 8. La microscopie permet une distinction entre deux types 
morphologiquement différents d’ookystes : C. parvum apparaît sous forme sphérique de 4 à 6 
µm de diamètre alors que C. muris est de forme ovale et d’un diamètre de 7 à 9 µm  55. 
Cependant, la prévalence trouvée est faible comparativement aux autres techniques. La 
microscopie n’est pas un bon moyen de discrimination pour les espèces telles que C. deer-like 
et C. bovine B car leur taille est comparable à celle de C. parvum. Cela laisse supposer un sur-
diagnostic de C. parvum au détriment de ces dernières dans les études employant la 
microscopie seule 55. L’expérience du manipulateur demeure importante pour la détection du 
parasite et les débris fécaux et autres artéfacts doivent être différenciés du protozoaire 
recherché afin d’assurer la spécificité de la méthode utilisée 171, 174, 175. 
 
15.2. Microscopie après coloration, technique d’immuno-fluorescence avec anticorps 
monoclonaux 
Les techniques d’immuno-fluorescence directe avec anticorps monoclonaux 
permettent d’améliorer la détection des ookystes dans les matières fécales avec une sensibilité 
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et une spécificité de près de 100 % 176. En comparaison avec les techniques de coloration 
Ziehl-Nielson, l’immuno-fluorescence est 10 fois plus sensible pour la détection d’ookystes 
tout en étant plus spécifique (moins de faux positifs) 177. Des immunoglobulines fluorescentes 
sont alors dirigées contre les protéines de surface de Cryptosporidium ce qui permet une 
visualisation et un comptage cellulaire en microscopie 178. L’énumération des ookystes peut 
également se faire à l’aide d’un hémacytomètre, par comptage séquentiel dans 25 champs 
microscopiques adjacents ou par dénombrement dans 25 champs microscopiques dispersés de 
façon aléatoire. Ces techniques, bien que plus rapides et faciles à utiliser, sont beaucoup 
moins efficaces et précises que l’immuno-fluorescence pour le dénombrement des ookystes 
179. L’immuno-fluorescence permet la détection très spécifique de Cryptosporidium dans des 
échantillons où le parasite est peu concentré 176, 180, 181. L’immuno-fluorescence directe, plus 
rapide et plus sensible, est le plus souvent utilisée 96. Cependant, un prétraitement de 
purification et de concentration est nécessaire. De plus, un investissement important doit être 
fait pour le matériel qui inclut notamment un microscope à lampe de mercure. Cette technique 
ne permet pas l’identification de l’espèce de Cryptosporidium en cause et des réactions 
croisées entre des anticorps fluorescents et certains débris de l’échantillon ou d’autres 
protozoaires coccidiens partageant des épitopes semblables (genre Eimeria) peuvent 
occasionner l’apparition de faux positifs 176, 178. Les lipides présents dans les matières fécales 
humaines réduisent également la sensibilité de la technique 182, 183. Plusieurs trousses 
commerciales comme Merifluor®, d’utilisation facile, sont utilisées de nos jours dans les 
laboratoires de diagnostic clinique et de recherche 174. Selon Kehl, Cicirello et Havens, la 
trousse Merifluor® représente la méthode de détection idéale pour Cryptosporidium car, en 
plus d’occasionner des coûts moins élevés que l’ELISA, elle demeure simple à effectuer 
puisqu’elle restreint le nombre d’étapes tout en permettant le regroupement des échantillons 
184. La trousse Merifluor® utilise un fluorochrome, la fluorescéine isothiocyanate, couplée à 
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un anticorps monoclonal dirigé contre une protéine de surface du parasite. Une couleur vert 
brillant enrobe les cellules détectées qui deviennent visibles et facilement dénombrables au 
microscope 184. L’énumération des unités viables, essentielle lors d’infection expérimentale, 
est possible grâce au DAPI (4-6-diamidino-2-phénylindole). Il s’agit d’un acide nucléique qui 
fluoresce bleu et qui peut ainsi se localiser au sein des noyaux des ookystes toujours viables. 
L’absence de couleur bleue sur un ookyste est un signe de mort cellulaire 184, 185, 186. 
 
15.3. ELISA (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay) 
L’ELISA permet également de détecter la présence d’antigènes parasitaires dans les 
matières fécales 95, 174. Il s’agit d’une méthode simple et rapide qui offre l’avantage de pouvoir 
utiliser l’échantillon directement, sans prétraitement et elle permet aussi d’analyser des 
spécimens congelés. De plus, les techniques de concentration peuvent être utilisées pour 
améliorer la sensibilité 95, 174. La sensibilité varie selon que les selles sont normales (83%) ou 
diarrhéiques (66%) 175. Des trousses commerciales existent (ProSpecT, Optimum T), facilitant 
d’autant la procédure 95, 174, 175. La trousse ProSpecT, la plus souvent utilisée, permet de 
détecter une concentration aussi faible que 20 nanogrammes par mL d’un antigène soluble 
nommé « Cryptosporidium Specific Antigen » (CSA) produit par le protozoaire lorsqu’il se 
reproduit dans l’intestin de son hôte 187. La sensibilité de la trousse commerciale serait de 95 à 
100% et la spécificité de près de 100% pour les échantillons de matières fécales provenant 
d’humains infectés 184, 187, 188. Pour la recherche de parasite dans l’environnement, le seuil de 
détection semble trop faible puisque le CSA est probablement trop dilué 187. La technique ne 
permet pas de discrimination entre les différentes espèces de Cryptosporidium et lorsque des 
anticorps polyclonaux anti-Cryptosporidium sont utilisés pour la détection, des valeurs 
surestimées sont à prévoir en raison des faux positifs découlant de réactions croisées avec des 
coccidies du genre Eimeria retrouvées fréquemment chez les bovins et autres herbivores 154. 
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15.4. PCR (Polymerase Chain Reaction) 
15.4.1. Intérêt de la technique 
Cette technique permet d’atteindre une très bonne sensibilité et spécificité 
comparativement à d’autres méthodes comme la microscopie ou l’ELISA 189. En comparant 
une analyse de routine par microscopie (coloration Ziehl Neelson) et une analyse par PCR, la 
microscopie montre une sensibilité de 83,7 % et une spécificité de 98,9 % 190. La PCR est 
particulièrement sensible et spécifique pour l’identification de Cryptosporidium à partir d’un 
échantillon d’eau où la concentration du parasite est généralement beaucoup plus faible que 
dans les matières fécales d’un animal excréteur 191, 192, 193. Elle a l’avantage de détecter un plus 
grand nombre de cas de cryptosporidiose que les autres techniques existantes et permet 
l’identification des porteurs asymptomatiques au sein d’une population animale 189. La PCR a 
permis de différencier plusieurs espèces parmi le genre Cryptosporidium et de refaire une 
taxonomie plus juste, jouant ainsi un rôle clé pour la compréhension de ce groupe 194. 
 
15.4.2. Limites de la technique 
Si le protocole est relativement facile à effectuer, les étapes sont malgré tout 
nombreuses et représentent un important facteur de variation des résultats. Citons par exemple 
la possibilité d’augmenter 100 fois le seuil de détection en incluant plusieurs cycles de gel-
dégel dans le protocole (pour permettre la rupture des ookystes) 189. Cependant, chaque étape 
augmente d’autant la possibilité de contamination par de l’ADN exogène. Cette technique 
requiert donc un minimum d’expérience et demeure dispendieuse pour les diagnostics de 
routine 189. Des produits comme l’acide humique et l’acide fulvique utilisés lors du traitement 
des eaux usées peuvent également inhiber la PCR et un second cycle pour une détection 
adéquate du parasite est alors nécessaire 71. Les études ont d’ailleurs montré qu’une double 
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PCR donnait presque toujours de meilleurs résultats de détection comparé à une simple 71. La 
détection des Cryptosporidium dans l’eau nécessite le plus souvent l’utilisation de la Nested 
PCR. Les amorces utilisées ne permettent pas l’amplification spécifique de l’ADN de 
Cryptosporidium (amplification d’ADN de différentes espèces d’eukaryotes) mais une 
seconde amplification à l’aide de nouvelles amorces permet d’amplifier l’acide nucléique du 
protozoaire 71. Le retrait des substances inhibant la PCR est souvent essentiel. Des substances 
inhibitrices existent dans le fumier de même que dans l’eau et elles nuisent à la recherche 
efficace de parasites 195, 196. De plus, de nombreuses réactions croisées avec des espèces 
d’algues présentes normalement dans les échantillons d’eau furent notées avec la PCR surtout 
lors de la détection de Cryptosporidium 71. Il est donc nécessaire de purifier les ookystes avant 
toute chose. Cette purification peut se faire par plusieurs méthodes : gradient de densité, 
magnétisme, dilution et plusieurs autres 195, 196. Pour Cryptosporidium, qui ne se cultive pas 
facilement, la séparation immuno-magnétique est souvent utilisée 197. Des billes magnétiques 
recouvertes d’immunoglobulines anti-Cryptosporidium sont ajoutées à l’échantillon pour 
permettre la capture des ookystes à l’aide d’un aimant. Il est également possible de se servir 
de produits permettant une meilleure amplification en bloquant l’activité des inhibiteurs de la 
PCR (albumine d’origine bovine et polyvinylpyrrolidone). Des polymérases plus résistantes 
aux inhibiteurs sont également efficaces 197. Il est important de noter que la PCR, malgré une 
spécificité et sensibilité de près de 100 % 184, 187, 188,  ne peut faire la différence entre une unité 
viable de Cryptosporidium et une qui ne l’est pas alors que l’immuno-fluorescence est 
efficace pour évaluer la viabilité 71, 178, 184, 198. 
 
15.4.3. Choix d’un gène d’intérêt 
Ce choix dépend du type d’étude réalisée. Par exemple, si l’on s’attend à une grande 
variabilité dans les génotypes, le gène d’intérêt doit être suffisamment polymorphe pour 
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permettre la discrimination de ces génotypes. Mais il devra être entouré de régions plus 
conservées, c’est-à-dire moins variables et complémentaires à des amorces adéquates. La 
plupart des gènes utilisés actuellement ont été développés à partir de la séquence génétique de 
C. parvum. Or, il existe une diversité génétique au sein du genre Cryptosporidium. Ces gènes 
peuvent être moins efficaces pour le diagnostic d’espèces peu apparentées à C. parvum 
comme C. felis, C. canis, C. muris et C. suis car les amorces utilisées n’ont pas 
nécessairement une homologie de séquence adéquate pour permettre l’amplification de 
l’ADN 17. Le séquençage complet de C. parvum  a récemment été finalisé et devrait permettre 
de trouver d’autres gènes intéressants 199. 
 
Le choix d’amorces adéquates est primordial puisque celles-ci devront se lier de façon 
non discriminante aux séquences d’ADN des isolats rencontrés sans pour autant permettre 
l’amplification d’ADN de parasites autres que Cryptosporidium comme Giardia et les 
coccidies du genre Eimeria 200. 
 
16. Infection expérimentale sur un bovin nouveau-né 
16.1. Provenance de la souche 
 
 Comme nous l’avons déjà mentionné, les isolats sont passés sur des animaux, souvent 
des ruminants ou des souris de laboratoire, pour être conservés à long terme. La culture du 
parasite est malheureusement très difficile et il n’est pas possible de congeler un protozoaire 
et le maintenir en vie pour une période indéterminée comme c’est le cas pour les bactéries et 
les virus 201, 204. Pour ses recherches, l’équipe d’Okhuysen a utilisé une souche provenant de 
cerfs rouges mais passée à maintes reprises chez des ovins de 1987 à 1999 et bovins de 1999 à 
2002,  ce qui pourrait avoir modifié le génotype et le phénotype de Cryptosporidium 202.  
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16.2. Dose infectante 
La quantité d’ookystes nécessaire pour causer une infection dépend de la souche elle-
même (espèce de Cryptosporidium, viabilité et provenance) ainsi que de l’animal à infecter 
(espèce, condition physique et âge). Pour infecter des veaux avec C. hominis, Akiyoshi et ses 
collaborateurs ont utilisé une concentration de 108 ookystes 203. Chappell et ses collaborateurs 
ont obtenu un taux d’infection de 40% lorsque 10 ookystes de C. hominis étaient administrés 
à 21 patients humains et de 75% lorsque le nombre d’unités infectieuses utilisées était de 500 
205. Youssef et ses collaborateurs ont opté pour une dose de 106 ookystes dans le but d’infecter 
des souris de laboratoire 207. Tarazona et son équipe ont étudié l’effet de différentes doses 
infectantes sur les périodes patentes et prépatentes chez la souris. Ils n’ont pas observé de 
différence statistiquement significative entre les doses de 104, 105 et 106 ookystes 22. Une 
tentative d’infection expérimentale sur des agneaux à l’aide d’une dose de 1 x 107 de C. 
andersoni a échoué, probablement en raison du faible pouvoir infectieux du parasite par 
rapport aux jeunes ovins 40. 
 
 Deux études ont utilisé des souches d’une banque identifiées à C. parvum pour 
connaître les doses infectantes chez les bovins. Les doses utilisées étaient de 2,5 x 105 pour 
l’isolat CPB-0 et 1,5 x 106  pour l’isolat AUCP-182, 208. Anusz et ses collaborateurs ont utilisé 
une dose de 1 x 108 pour l’infection des veaux qui furent ensuite testés via un ELISA 95. La 
même dose fut utilisée par l’équipe d’Akiyoshi en 2003 pour effectuer divers passages chez 
les porcs afin de caractériser génétiquement une souche de C. meleagridis d’origine humaine 
34. Mais d’autres protocoles utilisant des souches non « standards » ont permis l’infection avec 
des doses plus faibles (à partir d’isolats de veaux : 5 x 103 à 7 x 104 ookystes et à partir 
d’isolats de souris d’une ferme bovine : 6 x  104 ookystes) 77, 126. 
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16.3. Âge des veaux 
 Selon l’étude de Harp et de son équipe datant de 1990, les animaux élevés sans contact 
avec le parasite sont susceptibles à l’infection jusqu’à un minimum de trois mois et sont 
excréteurs. Par contre, si les veaux ont été en contact avec le parasite au moins une fois, ils 
deviendront résistants à une future infection en raison de leur système immunitaire devenu 
plus compétent suite à une première exposition 134. Cependant, lors d’une première exposition 
à l’âge de trois mois, seule une portion des animaux inoculés (2 sur 7) ont montré des signes 
cliniques alors que les veaux inoculés à une semaine et à un mois ont tous souffert de la 
maladie. Il semble donc y avoir une réelle résistance avec l’âge en plus de la meilleure 
efficacité du système immunitaire après exposition 134. Ortega-Mora et Wright ont observé le 
même phénomène chez les ovins en 1994 150. 
 
 Lors de protocoles expérimentaux, l’âge des veaux utilisés peut varier de moins de 24 
heures 9 à 20 jours 77. Mais la plupart sont infectés par les chercheurs durant les premiers jours 
de vie, soit de 1 à 3 jours 82, 140, 208, 209. 
 
16.4. Traitement et conservation des ookystes 
 Selon Slifko et Belosevic, le pouvoir infectant (in vitro) des ookystes décroît avec leur 
âge 210. Les ookystes utilisés furent conservés dans du PBS (« phosphate buffered saline ») et 
des antibiotiques (pénicilline avec streptomycine) à 4oC. Le pouvoir infectieux des ookystes 
de plus de trente jours (limite standard) est significativement inférieur à celui des parasites 
ayant été conservés depuis moins de 24 heures 210, 211.  
   
 Pour conserver la viabilité des parasites à long terme, il est nécessaire d’infecter les 
animaux avec les souches voulues toutes les 6 à 12 semaines et il est toujours préférable de 
 52 
 
conserver les ookystes à basse température (2-4 0C). La congélation à long terme finit par 
réduire sensiblement la viabilité étant donné la formation de cristaux de glace au sein d’une 
bonne proportion des ookystes  8, 201, 204. 
 
Pour la destruction des micro-organismes contaminants comme les bactéries, Heine et 
son équipe effectuent un traitement avec de l’acide péracétique (3,2 %) suivie d’une 
centrifugation (500G, 10 minutes) et de 3 lavages aseptiques avec du PBS afin d’enlever 
l’acide péracétique 209. Tzipori et ses collaborateurs traitent des ookystes issus d’un veau à 
l’alcool 60% puis ajoutent ou non des antibiotiques (benzyl-pénicilline, streptomycine et 
gentamicine) 77, 212. Des antifongiques peuvent également être utilisés 213. 
 
L’étude menée par Lalonde et Gajadhar a montré que, pour la conservation à long 
terme des ookystes dans le but de faire de l’amplification par PCR, il est préférable d’utiliser 
de l’éthanol, du PBS, de l’eau distillée ou une solution mixte d’antibiotique et antifongique le 
tout à une température de -70oC, de l’éthanol ou une solution mixte d’antibiotique et 
antifongique à 4oC et seulement de l’éthanol lorsqu’aucune réfrigération n’est disponible 213. 
 
Lumb, Lanser et O’Donoghuet ont utilisé un volume égal de matières fécales et de 
dichromate de potassium pour conserver les ookystes (à 4 0C) provenant des fèces d’animaux 
infectés lors d’une étude effectuée en 1998 256. 
 
16.5. Cinétique d’excrétion 
 L’équipe de Fayer a fait un suivi de l’excrétion de C. parvum pendant 25 à 28 jours, 1 
à 6 fois par jour. Ils ont observé que les veaux commencent à excréter de 3 à 6 jours post-
infection, la plupart à 4 jours. La grande majorité excrète pendant 6 à 8 jours mais certains 
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jusqu’à 13 jours. Le moment du pic d’excrétion semble très variable mais pour la moitié des 
veaux, il se situe entre 6 et 8 jours 82. D’autres études confirment que les premières excrétions 
se font environ 4 jours post-infection 95,  134, 214. Cependant, si l’on considère la possibilité 
d’auto-infection et la durée d’un cycle complet allant de 2 à 5 jours, on peut prévoir que les 
ookystes issus du second cycle seront émis à partir de 4 jours. Ceci prend de l’importance lors 
de caractérisation génétique, car la reproduction sexuée peut amener des modifications au 
niveau du génome. Les ookystes issus d’un deuxième cycle pourraient donc être différents de 
ceux issus du premier cycle. Feng et sont équipe ont pu observer l’existence de recombinaison 
sexuée chez Cryptosporidium. Des souris furent infectées simultanément par deux souches 
différentes de C. parvum et les ookystes obtenus par la suite contenaient des allèles provenant 
de chaque lignée au sein d’un même génome 224. 
 
16.6. Régie 
16.6.1. Naissance 
 Le risque qu’un veau ingère du fumier existe dès le passage dans le détroit pelvien, 
c’est-à-dire durant la naissance. Mais si l’on tient compte du fait que les Cryptosporidium sont 
souvent différents chez les adultes (C. muris) et les veaux (C. parvum), une telle 
contamination ne devrait pas perturber l’infection provoquée par la suite puisque les souches 
présentes chez les adultes ont un faible pouvoir pathogène comparativement à C. parvum 52, 55. 
 
 Deux options existent selon le degré de surveillance voulue. Il s’agit de la césarienne 
et du vêlage par des voies naturelles dans les conditions les plus aseptiques possibles. Les 
études réalisées sur des veaux ou des porcs gnotobiotiques nécessitent une césarienne qui est 
le seul moyen d’obtenir un jeune animal n’ayant jamais eu de contact avec un agent microbien 
203, 209. Cependant, la préparation de veaux SPF (« specific pathogen free ») peut se faire par 
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une séparation de la mère immédiatement après la naissance par voie naturelle 208. Souvent la 
naissance se fera par voie naturelle mais toutes les précautions seront prises par la suite : veau 
séparé de la mère et enveloppé dans des serviettes stériles et intervenants portant des gants 203, 
209. Le transport se fait dans un camion propre depuis la ferme jusqu’au lieu de l’expérience, 
ceci quelques heures seulement après la naissance 203. Cette méthode, bien que légèrement 
plus risquée pour la contamination du veau par une souche sauvage de Cryptosporidium, a 
plusieurs avantages : elle coûte moins cher, elle demande une expertise moindre et le stress 
est moins élevé pour la mère et le veau. 203 
 
16.6.2. Logement 
 Le logement peut se faire dans des boîtes stériles (veaux SPF) 208, des stalles 
individuelles 82 ou des pièces isolées 134. Les pièces complètement isolées les unes des autres 
semblent plus sûres afin d’éviter la contamination entre les veaux 134.  
 
16.6.3. Alimentation 
Le lait et le colostrum sont les seuls aliments ingérés par le veau durant ses premières 
semaines de vie et constituent ainsi une source de protéines (dont les immunoglobulines du 
colostrum qui permet une immunité passive face aux agents d’infection néonatale comme 
rotavirus, E. coli attachant-effaçant, C. parvum et Eimeria sp), d’énergie, de vitamines et de 
minéraux essentiels à la survie 215. Un traitement à la chaleur est important afin d’éviter la 
contamination avec un agent pathogène ou une souche « sauvage » de Cryptosporidium. Lors 
de la fabrication des poudres de lait, l’air ambiant filtré est chauffé entre 150 et 300oC 
(température fatale pour le parasite) et introduite dans une chambre d’assèchement à grande 
vitesse. L’eau contenue dans le lait se trouve ainsi vaporisée 215. L’équipe de Harp a montré 
que la pasteurisation commerciale du lait (15 secondes à 71,7oC) a un effet sur le pouvoir 
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d’infection de Cryptosporidium chez des souris. Aucune des souris n’a pu être infectée (selon 
un examen histologique) malgré un temps de pasteurisation de seulement 5 secondes 216. 
Mohammed et ses collaborateurs établissent que les veaux nourris au lait reconstitué sont 5 
fois moins à risque de contamination que ceux nourris au lait naturel (non-pasteurisé) 72. Il est 
important de choisir un colostrum ou lait reconstitué qui est exempt de tout élément pouvant 
nuire au développement de Cryptosporidium : présence de probiotiques comme les 
lactobacilles, immunoglobulines dirigées spécifiquement contre Cryptosporidium (présence 
possible car le protozoaire est fréquent sur les fermes où sont élevées les vaches ayant fourni 
le colostrum) et  présence de lipides inhibiteurs dans le colostrum. 217, 218 
 
16.7. Variation du génotype et du phénotype 
16.7.1. Modification après passages répétés 
 L’étude d’Akiyoshi et collaborateurs effectuée en 2002 concernait la variabilité d’une 
souche de C. hominis isolé d’un enfant. Cet inoculum fut administré à un porc (premier 
passage). Les matières fécales contaminées de ce porc constituaient l’inoculum pour un 
second porc. On faisait ainsi jusqu’à 20 passages chez des porcs, puis un passage chez des 
veaux. Plusieurs combinaisons furent essayées (pas de passage chez le veau, nombre de 
passages variable chez les porcs). L’analyse génétique n’a montré aucune variation dans les 
séquences d’ADN étudiées 203. Un veau a également été porteur de C. hominis et de C. 
parvum bovin au même moment. Aucune variation dans le génotype n’a été observée chez les 
parasites abrités par ce veau 203. Cela suggère que les deux parasites ne se recombinent pas et 
effectuent des cycles vitaux indépendants. Cela fut confirmé ensuite par d’autres auteurs 142, 
168, 219. Cryptosporidium meleagridis a elle aussi été étudiée après divers passages chez les 
porcs et aucune modification génétique ne fut notée 34. L’équipe d’Enemark a effectué deux 
passages d’un isolat de C. parvum issu d’un veau sur deux autres veaux. Avec chaque excrétât 
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provenant des veaux, ils ont inoculé 6 porcs différents (un passage sur chaque). Aucune 
variation génétique de la portion du génome étudiée ne fut notée 208. Widmer et ses 
collaborateurs ont infecté des porcs avec un isolat de C. hominis et n’ont pas observé de 
changement génétique après passages multiples chez des porcelets 220.  
 
 L’équipe de Nina a montré que les antigènes des ookystes provenant de différents 
humains infectés au Portugal ainsi qu’au Royaume-Uni étaient similaires mais que ceux 
provenant des ookystes d’un patient turc infecté étaient différents 222. La même étude a 
montré une grande similarité entre les antigènes des ookystes provenant de bovins et de cerfs, 
mais des différences notables furent constatées en comparaison avec les souches de C. 
parvum isolées des humains 222. Les antigènes de surface des ookystes pourraient ainsi se 
modifier après le passage d’une espèce à l’autre 222. Cependant, l’étude de Lumb, Lanser et 
Donoghuet, qui portait en partie sur l’analyse des protéines de surfaces de C. parvum, a utilisé 
des ookystes provenant de 4 humains et d’une chèvre et aucune différence majeure pour les 
protéines de surface de ces 5 souches ne fut observée 256.  
 
16.7.2. Recombinaison génétique 
 Carraway, Tzipori et Widmer ont analysé des échantillons issus d’humains et de 
bovins. Les échantillons humains comprenaient des isolats de C. parvum avec un profil 
génétique combiné de bovins et humains (RFLP-PCR de deux portions du gène de la 
thréonine et séquençage). Des données épidémiologiques montrèrent qu’il y a eu une variation 
du génotype au cours du passage entre deux individus (deux sidéens résidant dans le même 
hôpital) et lors du passage entre un veau et deux autres individus 223. En 2002, l’équipe de 
Feng a mis en évidence la possibilité de réassortiment génétique entre deux isolats de C. 
parvum. Il s’agit de souches génétiquement différentes sur plusieurs loci étudiés et provenant 
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d’un enfant ainsi que d’un chevreuil 224. La co-infection chez des souris de laboratoire a 
permis d’isoler des recombinants à partir de fèces de la seconde génération de souris 
infectées. De plus, les profils génétiques des loci de souches recombinantes isolées, 
maintenues chez des souris pendant plusieurs mois, demeurèrent stables malgré les nombreux 
passages 224. Un isolat humain (GCH1) passé trois fois sur différents veaux a montré un 
changement de profil au RFLP et une variation du ratio entre 2 allèles du gène de la β-
tubuline. Il s’agirait d’une recombinaison entre isolats humain et bovin 195.  
 
16.8. Caractéristiques génétiques des souches de Cryptosporidium 
16.8.1. Diversité génétique et spécificité d’hôte 
 Des études sur la variabilité des protéines (iso-enzymes, antigènes) indiquaient déjà 
une certaine spécificité selon l’espèce hôte. Les études génétiques comparant isolats humains 
et bovins ont confirmé que cette variabilité avait des fondements génomiques 223, 225. L’étude 
des mutations de gènes précis (SSU et ITS1) a montré qu’il n’y avait que quelques mutations 
entre deux isolats provenant de la même espèce hôte et qu’elles ne concernaient qu’une seule 
paire de base. Les variations observées sur ces régions du chromosome étaient par contre plus 
prononcées si l’on comparait des isolats provenant de différentes espèces hôtes comme 
humain et bovin  223. Une souche de Cryptosporidium peut se retrouver chez différentes 
espèces animales et un individu peut héberger de nombreuses espèces différentes de 
Cryptosporidium 8. Ainsi, on retrouve C. parvum, C. meleagridis et d’autres espèces mineures 
chez l’homme en plus de C. hominis. De même, C. baileyi, C. meleagridis et C. galli se 
retrouvent chez de nombreux oiseaux différents 8, 18. Les canards et les oies semblent être 
porteurs de souches aux génotypes plus spécifiques 18.  
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16.8.2. Gènes d’intérêts de Cryptosporidium 
Un des gènes le plus souvent utilisé est celui codant pour la sous-unité de l’ARNr 
(SSU rRNA). Ce dernier ainsi que les gènes codant pour l’actine et le HSP70 ont des intérêts 
communs: leur présence universelle dans le génome et la possibilité d’utiliser des amorces 
génériques 227. Ils sont de ce fait utilisés à plusieurs occasions pour les études 
phylogénétiques. D’autres gènes ont montré leur efficacité pour la discrimination de 
différentes espèces ou isolats de Cryptosporidium. Il s’agit de gènes codant pour une protéine 
d’enveloppe de l’ookyste (COWP), pour des protéines d’adhésions (TRAP-C1 et C2) ; pour la 
tubuline (alpha et bêta) et pour des glycoprotéines (le gène GP60) 35, 227, 228. Des séquences 
non codantes comme l’«internal transcriber spacer» (1TS1) ainsi que des microsatellites ont 
également été utilisées 17, 195, 196, 229. 
 
Un problème sérieux en taxonomie moléculaire basée sur l’analyse phylogénétique est 
l’utilisation d’un seul ou de seulement quelques gènes. Ce type de taxonomie assume que le 
gène étudié n’est soumis à aucune pression de sélection et que le taux d’évolution du gène soit 
le même pour tous les isolats de l’étude. Ces critères sont souvent difficiles à faire respecter et 
une analyse simultanée de plusieurs gènes d’intérêts permet des résultats plus satisfaisants la 
plupart du temps puisqu’un un seul gène est rarement représentatif de tout le génome entier 35. 
Plusieurs études se sont intéressées à la taxonomie de Cryptosporidium au cours des dernières 
années. Différents gènes d’intérêts furent utilisés comme le HSP70 228, l’actine 35 et le 
SSUrRNA 226. L’analyse de l’homologie de séquence de l’ensemble de ces gènes a permis de 
montrer la présence de de groupes distincts parmis les espèces du genre Cryptosporidium : C. 
muris et C. serpentis forment un premier groupe alors que les autres, liés surtout à l’intestin 
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comme les différents génotypes de C. parvum, C. meleagridis, C. baileyi, C. hominis et C. 
felis forment le second groupe 35, 226, 228. 
 
La majorité des chercheurs s’entendent pour séparer les différentes espèces de 
Cryptosporidium en groupe selon leur biologie et leur parenté phylogénétique. Ainsi, les 
espèces qui infectent surtout l’estomac (C. muris et C. serpentis) sont très différentes de celles 
qui s’attaquent plutôt au système respiratoire (C. baileyi) ou à l’intestin (C. hominis, C. 
parvum et C. meleagridis) 16, 35. Le problème de classification se trouve au sein même de ces 
groupes car les espèces qui en font partie ont souvent une biologie, un phénotype et un 
génotype très semblables. C’est alors qu’une analyse plus détaillée de plusieurs gènes 
d’intérêt devient essentielle afin de les différencier. Certains isolats peuvent se montrer très 
différents génétiquement (C. parvum et C. muris) alors que d’autres demeurent similaires (C. 
parvum et C. meleagridis) 16, 35, 226, 228.  
 
16.8.2.1. SSU rRNA 
 Le gène SSUrRNA est commun à plusieurs cellules eukaryotes dont les protozoaires. 
Son évolution est lente avec le temps, ce qui le rend utile pour comparer des isolats d’espèces 
génétiquement éloignées 18, 245. Le gène se retrouve en 5 copies au sein du génome de 
Cryptosporidium, ce qui facilite sa détection et amplification par PCR 219. L’équipe de 
Sturbaum a développé une PCR-RFLP à partir d’une séquence de 590 pb et avec 2 enzymes 
de restriction (Vsp I et Dra II) 230. Mais cette méthode ne permet de discriminer que C. 
hominis et C. muris des autres espèces importantes de Cryptosporidium 230. L’équipe de Ward 
a développé une PCR à partir d’une séquence de 420 pb de ce gène 232. Guyot et ses 
collaborateurs décrivent une PCR-RFLP permettant d’avoir des fragments distincts pour C. 
hominis, C. parvum (2 sous-types), C. meleagridis et C. wrairi 233. Jiang et Xiao ont 
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développé une PCR à partir d’une séquence de 825 pb. Ils ont couplé un RFLP en se servant 
de 2 enzymes de restriction (SspI et VspI). Ce modèle s’est montré efficace pour différencier 
C. parvum, C. hominis, C. muris, C. baileyi, C. meleagridis, C. felis, C. canis, C. génotype 
porc et C. serpentis 226, 230. Ainsi, cette technique se montre adéquate pour l’étude de la 
différenciation des espèces et génotypes de Cryptosporidium présents dans l’environnement. 
Il y a d’autres intérêts pour cette PCR-RFLP comme la sensibilité de la technique ainsi que la 
capacité à amplifier plusieurs espèces de Cryptosporidium sans amplifier l’ADN de parasites 
fréquemment retrouvés comme Eimeria et Giardia 200. Patel, Pedraza-Diaz et McLauchlin ont 
utilisé une PCR-RFLP complexe sur ce gène afin de différencier C. parvum et C. wrairi 
(fragment amplifié de 422 pb) de C. baileyi (1106 pb) et C. muris (1346 pb). L’amplification 
du gène COWP a ensuite permis de séparer C. parvum de C. wrairi 234. L’équipe de Vitovec a 
utilisé l’amplification de SSU rRNA pour identifier C. suis 42. L’étude de l’équipe de Xiao 
effectuée en 2002 a permis de séparer les espèces « gastriques » et « intestinales » grâce à 
l’amplification et au séquençage de ce gène. L’amplification des autres gènes d’intérêts 
utilisés dans cette étude (HSP70 et actine) a également permis de séparer les parasites de la 
même façon 16.  
 
16.8.2.2. COWP 
 Le gène COWP code pour une protéine de la paroi cellulaire (Cryptosporidium outer 
wall protein) et est représenté une seule fois dans tout le génome du parasite 219. En 1997, 
l’équipe de Spano a développé une analyse par PCR-RFLP de ce gène. Ils ont amplifié deux 
séquences de 553 pb (fragment Wc-1) et de 568 pb (Wc-2) respectivement à l’aide de 
différentes amorces (Wc-1 : cry-9 et 15 ; Wc-2 : cry-12 et cry-14). Ensuite, les amplicons Wc-
1 et 2 furent digérés à l’aide de l’endonucléase de restriction RsaI. Les fragments obtenus ont 
permis de distinguer C. parvum, C. wrairi et C. hominis 227. En 1999, Homan et ses 
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collaborateurs ont développé une PCR avec une séquence comprenant 640 pb et un RFLP à 
l’aide de 2 enzymes de restriction 235. Les 2 modèles cités précédemment ont été critiqués par 
la suite. Jiang et Xiao ont déploré la faible amplification des espèces C. felis, C. canis, C. 
muris et de C. génotype porc 2 avec cette technique 231. En fait, quelque soit le modèle 
employé, il semble que les espèces facilement dissociables les unes des autres soient C. 
parvum, C. hominis et C. meleagridis. L’utilisation du COWP seul demeure limitée pour 
l’analyse des isolats comme C. canis, C. andersoni, C. muris et C. serpentis issus de 
l’environnement 231. Xiao et ses collaborateurs ont utilisé la séquence de 553 pb décrite par 
l’équipe de Spano, ainsi qu’une séquence de 1033 pb incluant la précédente. Une mauvaise 
amplification fut encore remarquée pour les espèces génétiquement éloignées de C. parvum 
236. Il y a donc une hétérogénéité trop importante au niveau des amorces. Les PCR multiplexes 
(avec plusieurs séquences d’amorces) permettent d’augmenter la sensibilité de l’amplification 
28. Ainsi, Amar, Dear et McLauchlin ont développé un modèle de PCR-RFLP en utilisant 23 
amorces. Cette méthode a permis de distinguer la majorité des espèces présentes dans 
l’environnement. Mais C. andersoni, C. muris et C. serpentis d’une part de même que C. felis 
et C. meleagridis d’autre part avaient le même profil dans cette étude 237. De plus, le gène du 
COWP serait moins exprimé que le gène du SSU-rRNA  238. Il y a malgré tout des avantages à 
utiliser ce gène: spécificité au genre Cryptosporidium (pas d’amplification de l’ADN de 
Eimeria et Giardia 200) et capacité d’amplifier plusieurs espèces et génotypes différents, ce 
qui est rare pour un gène codant pour un antigène 237.  
 
16.8.2.3. HSP70 
 Le gène HSP70 (pour « Heat Shock Protein  70»), situé sur le chromosome 2 239, est 
très polymorphe ce qui le rend très utile pour différencier des isolats fortement apparentés 16, 
228. L’amplification d’une séquence de 587 pb ainsi qu’un RFLP utilisant 2 enzymes de 
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restriction sont décrits par Gobet et Toze en 2001 240. Mais Jiang et Xiao obtiennent une 
amplification non spécifique de l’ADN avec ce modèle 231. De même, un modèle de PCR 
développé par Sulaiman ne se montre pas efficace lors d’essais sur des échantillons provenant 
de l’environnement 228. L’efficacité des amorces pour amplifier un fragment d’ADN pourrait 
être compromise à cause de la grande hétérogénéité dans la séquence d’ADN du gène HSP70 
entre les différents génotypes du genre Cryptosporidium 228. 
 
 Lors d’une étude effectuée en  2002, l’équipe de Xiao a utilisé avec succès les 
amorces  
5’-ATGTCTGAAGGTCCAGCTATTGGTATTGA-3’ (forward) ainsi que 
5’-TTAGTCGACCTCTTCAACAGTTGG-3’ (reverse) lors d’une première PCR (fragment 
de 2015 pb) suivi des amorces 5’-T(A/C)TTCAT(G/C) TGTTGGTGTATGGAGAAA-3’ 
(forward) et 5’-CAACAGTTGGACCATTAGATCC-3’ (reverse) durant la seconde PCR 
(fragment de 1950 pb) pour amplifier ce gène 16. Ils ont identifié deux groupes distincts de 
Cryptosporidium: les espèces « intestinales » et les espèces « gastriques ». Cependant, C. 
baileyi a plutôt montré un lien de parenté évident avec les espèces gastriques pour ce gène en 
particulier (alors qu’il faisait partie du groupe intestinal pour le gène de l’actine qui sera vu un 
peu plus loin) 16, 228.  
 
16.8.2.4. GP60 
 Le gène GP60, situé sur le chromosome 6, code pour une glycoprotéine de 60 kDa 
précurseur des glycoprotéines gp15 (15 kDa) et gp40 (40 kDa) qui sont impliquées dans 
l’attachement et l’invasion du parasite au sein de l’entérocyte 32, 239, 241. Ce gène est hautement 
polymorphe comme HSP70. De tous les loci connus, il est considéré comme étant le plus 
polymorphe pour les isolats de C. hominis. Il est d’ailleurs surtout utile pour différencier les 
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isolats de C. parvum et de C. hominis et peu d’études ont été effectuées sur le gène GP60 des 
autres espèces. 32, 242, 243, 244. Il y a de nombreux allèles connus pour le gène GP60. Pour 
chacun, des sous-génotypes se distinguent par le nombre de répétitions d’une séquence de 3 
nucléotides (« serine repeat »). Ceci est particulièrement intéressant lors de l’analyse par 
RFLP puisque le nombre de paires de bases est indicateur d’un génotype particulier 32, 241. 
 
 Il est possible d’amplifier un fragment de 800 à 850 pb provenant du gène GP60 à 
l’aide des amorces nommées AL3531 (5’-ATA GTC TCC GCT GTA TTC-3’) et AL3535 
(5’-GGA AGG AAC GAT GTA TCT-3’) pour une première PCR et des amorces AL3532 
(5’-TCC GCT GTA TTC TCA GCC-3’) et AL3534 (5’-GCA GAG GAA CCA GCA TC-3’) 
lors d’une seconde PCR 32, 246, 247, 254. Une combinaison différente utilisant les mêmes amorces 
(AL3531 avec AL3534 pour la première PCR et AL3532 avec AL3535 pour la deuxième 
PCR) crée un fragment plus petit (environ 550 pb) 247, 255. D’autres comme les amorces 5’-
TTACTCTCCGTTATAGTCTCCGCT-3’ et 5’-CGAATAAGGCTGCAAAGATTGC-3’ lors 
d’une première PCR suivi des amorces 5’-ATGAGATTGTCGCTCATT-3’ et 
5’TTACAACACGAATAAGGC-3’ peuvent également être utilisées selon l’étude de l’équipe 
de Leav datant de 2002 242. 
 
16.8.2.5. Actine 
 Le gène de l’actine est hautement polymorphe sur toute sa longueur et est utilisé 
régulièrement en recherche comme marqueur phylogénétique afin de comprendre l’évolution 
de plusieurs organismes (Cryptosporidium ou autres). Ainsi, tout comme HSP70 et GP60, il 
demeure intéressant pour l’étude de la relation entre espèces génétiquement rapprochées. 
Cependant, la grande variabilité de la séquence peut également poser un problème lorsqu’il 
faut utiliser des amorces communes à plusieurs espèces 16, 35. 
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 En 2002, Sulaiman et Xiao ont utilisé quatre amorces pour amplifier ce gène à partir 
de différentes espèces de Cryptosporidium: d’abord  
5’-ATG(A/G)G(A/T)GAAGAAG(A/T)A(A/G)(C/T)(A/T)CAAGC-3’ (forward) et 
5’-AGAA(G/A)CA(C/T)TTTCTGTG(T/G)ACAAT-3’ (reverse) pour donner un fragment de 
1066 pb qui fut ensuite amplifié à nouveau avec les amorces 5’-
CAAGC(A/T)TT(G/A)GTTGTTGA(T/C)AA-3’ (forward) et 5’-
TTTCTGTG(T/G)ACAAT(A/T)(G/C)(A/T)TGG-3’ (reverse) 16, 35. Le fragment obtenu fut 
ensuite séquencé en entier pour fin de comparaison 35. Ils trouvèrent que le gène codant pour 
l’actine était riche en AT et que la proportion d’A + T était très semblable pour la majorité des 
espèces de Cryptosporidium étudiées. Néanmoins, la grande variabilité de ce gène a permis de 
différencier des isolats de Cryptosporidium même s’ils appartenaient à la même espèce 16, 35. 
En 2002, l’équipe de Xiao a encore une fois identifié deux groupes distincts: les espèces 
« intestinales » (dont C. baileyi) et « gastriques ». Au sein du groupe gastrique, C. muris et C. 
andersoni se montrèrent très semblables au niveau de ce gène mais assez différents de C. 
serpentis et de C. génotype lézard 16. 
 
16.8.2.6.  TRAP-C1 et C2 
 La protéine TRAP (thromboplastin-related adhesive protein) est liée à la surface du 
protozoaire et serait impliquée dans l’attachement du parasite aux entérocytes et aurait ainsi 
un rôle important à jouer dans la spécificité envers l’hôte. Une seule copie de ce gène se 
retrouve au sein du génome 142, 219. Le polymorphisme du gène TRAP-C2 (substitutions de 5 
nucléotides du même locus) entre C. parvum et C. hominis a déjà été montré 142, 219. En 1998, 
l’équipe de Spano a effectué l’amplification d’un fragment de 1181 pb et un RFLP avec 3 
enzymes de restriction à partir de cette séquence 168. Jiang et Xiao ont cependant noté une 
amplification non spécifique de l’ADN avec ce modèle 231.  
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16.8.2.7.   Tubuline 
 L’étude d’une région de 620 pb provenant du gène codant pour la tubuline n’a pas 
permis de différencier les isolats non-humains entre eux, alors qu’elle a permis de différencier 
les isolats humains des autres selon une étude de l’équipe de Rochelle datant de 1999 248. Les 
études concernant C. parvum ont pourtant montré qu’il existait 4 sous-groupes dont chacun 
montrait un certain degré de polymorphisme 195.  
 
16.8.2.8.   ITS-1 
 Le gène ITS-1 (Internal Transcripted Spacer 1) de l’ADN ribosomal est commun à 
tous les eukaryotes 13. Des régions très stables génétiquement situées en amont et en aval de 
ce gène peuvent servir d’amorces. De plus, de nombreuses copies de ce gène existent, 
permettant ainsi une plus grande quantité de matériel génétique qui peut être exploitée par 
PCR. Cette particularité peut être utile pour les échantillons de l’environnement où le nombre 
d’unité parasitaires est souvent très faible 13. Morgan et son équipe ont développé une PCR-
RFLP dans le but d’élargir le nombre d’espèces pouvant être diagnostiquées par ce moyen. 
Tous les isolats étudiés ont été amplifiés. Le RFLP n’a pas permis de distinguer les isolats 
provenant de chèvres, vaches, cerfs et alpaca 13.  Cependant, un seul enzyme de restriction fut 
utilisé. Ce modèle pourrait apporter de l’intérêt lors de prochaines études si plusieurs enzymes 
de restrictions différentes étaient utilisées afin d’obtenir des fragments d’ADN qui varient 
davantage d’un isolat à l’autre 13. 
 
17. Traitement et mesures préventives 
 Le traitement de la cryptosporidiose est généralement difficile. Ceci s’expliquerait en 
partie par la position intracellulaire mais extracytoplasmique (via une vacuole parasitophore) 
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du parasite au sein de la cellule épithéliale qu’il infecte. Il s’isole ainsi des substances 
médicamenteuses présentes dans la lumière intestinale ainsi que des organelles destructrices 
présentes dans le cytoplasme de l’hôte en demeurant caché à l’intérieur de ces vacuoles 14.  
 
17.1. Traitements médicaux 
 De très nombreux médicaments ont été utilisés sans succès pour le traitement de la 
cryptosporidiose car la plupart possèdent une activité antiparasitaire limitée. La 
paromomycine agit sur les formes intracellulaires du protozoaire. Il y a malheureusement de 
nombreux facteurs qui atténuent grandement son efficacité tels que la diarrhée, la baisse de 
l’immunité d’origine cellulaire, la diminution du pH et la présence de lait 8. 
 
 De tous les essais visant à évaluer l’efficacité de médicaments chez le veau, 
l’halofuginone, un anti-coccidien, est celui qui a montré le plus d’intérêt puisqu’une réduction 
de l’excrétion et une prévention de la diarrhée peuvent alors être observés 8. Selon 
Mohammed, Wade et Schaaf, l’utilisation d’antibiotiques à large spectre afin de prévenir les 
infections bactériennes en pré- ou en post-sevrage serait un facteur de diminution des 
infections à Cryptosporidium 72. L’essai d’un sérum concentré pour le traitement par voie 
orale sur des veaux a donné des résultats intéressants car il permettait de diminuer la 
perméabilité intestinale, le nombre d’ookystes excrétés et le volume de fèces diarrhéiques tout 
en améliorant l’état de la surface intestinale 249. Des vaccins, vivants et tués, font également  
l’objet d’études. Ils permettent une réduction des signes cliniques et de l’excrétion des 
ookystes ce qui permet de diminuer l’utilisation de médicaments 260. Finalement, il a été 
montré que l’utilisation de probiotiques comme Lactobacillus acidophilus et L. reuteri permet 
de diminuer l’incidence de la diarrhée chez les veaux 217. 
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 Chez l’humain, la nitazoxanide est recommandée par la FDA aux États-Unis pour le 
traitement de la cryptosporidiose car elle permet une diminution de la sévérité des signes 
cliniques et du taux d’excrétion. Mais la molécule serait peu efficace chez les bovins selon 
une étude de l’équipe de Schnyder effectuée en 2009 252. 
 
 La vaccination des mères en vue d’obtenir un plasma hyperimmun a fait l’objet de 
nombreuses études. Cette méthode entraîne une diminution de la diarrhée ainsi que de 
l’excrétion d’ookystes selon l’étude de Perryman et collaborateurs où les vaches furent 
immunisées avec une protéine recombinante de C. parvum  253.  
 
 Devant le manque de médicaments réellement efficaces et l’aspect souvent 
autolimitant de la diarrhée, les traitements symptomatiques demeurent appropriés. Ainsi, une 
fluidothérapie orale ou intraveineuse protège le patient de la déshydratation. L’ajout de 
protecteurs de muqueuse comme le sucralfate et d’antibiotiques pour la prévention des 
infections bactériennes secondaires peut également s’avérer bénéfique 8, 57. 
 
17.2. Prévention 
 Concernant les locaux, il est recommandé de conserver un environnement le plus 
propre et sec possible et de décontaminer les surfaces à l’aide d’ammoniac et d’eau à 120oC 
sous pression légère car il est important de minimiser la dispersion du parasite. Un nettoyage 
quotidien des vêtements, des bottes et du matériel d’entretien est aussi recommandé 8. Une 
étude de l’équipe de Barwick a permis de montrer l’utilité de maintenir bas le pH du sol pour 
diminuer la contamination de l’environnement par Cryptosporidium et Giardia car ces 
protozoaires se développent plus facilement dans un environnement neutre 132. 
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 D’après Mohammed, Wade et Schaaf, les facteurs associés à une diminution de 
l’infection au pré-sevrage sont : la présence de ventilation dans l’étable ou l’élevage des 
veaux à l’extérieur, l’addition et/ou le changement quotidien de litière et le fait de donner du 
lait reconstitué aux veaux 72. L’élevage en box individuel jusqu’à trois semaines permet de 
réduire la transmission entre jeunes. Le fait de déménager les veaux après le vêlage ainsi que 
l’utilisation d’un supplément de vitamines et minéraux permet de prévenir la cryptosporidiose 
en post-sevrage 72. Il faut cependant noter que l’étude effectuée par Mohammed, Wade et 
Schaaf était une analyse épidémiologique basée sur des observations et que la relation de 
causalité n’a pas réellement été testée 72. 
 
Matériel et méthodes 
1. Infection expérimentale 
1.1. Animaux utilisés 
Les veaux de race Holstein ayant servi à l’étude provenaient tous de fermes situées en 
Montérégie à proximité de la ville de Saint-Hyacinthe. Le premier veau fut obtenu suite à une 
césarienne effectuée à la Clinique Bovine de la Faculté de Médecine Vétérinaire de 
l’Université de Montréal. Les 11 autres veaux utilisés pour l’étude provenaient tous de 
vêlages naturels effectués dans des conditions où les risques de contamination étaient jugés 
minimes (séparation rapide du nouveau-né et séquestration dans un enclos désinfecté où 
l’environnement fut testé négatif pour la présence de Cryptosporidium). Un historique sans 
épisode de diarrhée récente ainsi qu’un dépistage par flottation et de coloration au DAPI sur 
divers échantillons pris aléatoirement (fumier de divers vaches) au sein des fermes fournissant 
les animaux nous ont permis de diminuer les risques que celles-ci ne soient déjà contaminées 
par Cryptosporidium.  
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1.2. Parasites utilisés 
Deux espèces, fournies par la  compagnie WaterborneTM Inc., ont été utilisées pour 
cette étude : Cryptosporidium parvum (isolat Iowa) et Cryptosporidium muris. Les deux 
parasites ont été envoyés sous forme d’ookystes (1 x 106) conservés dans une solution de 4 ml 
de PBS contenant des antibiotiques (pénicilline, streptomycine et gentamicine) et un 
antifongique (amphotéricine B) afin d’éviter toute contamination microbienne. La 
concentration fut donc de 2,5 x 105 ookystes par mL de PBS. Des veaux infectés 
expérimentalement ont été la source de C. parvum alors que des rongeurs (souris et gerbilles) 
ont servi à produire des ookystes de C. muris. Un comptage cellulaire au microscope à l’aide 
d’un hémacymètre (quantités de cellules par mL = nombre de cellules comptées x 10 000 x 
facteur de dilution) fut effectué à l’Institut de recherche et développement en 
agroenvironnement (IRDA) afin de vérifier le nombre exact d’ookystes présents dans les 
échantillons reçus.  
 
1.3. Locaux 
Des salles pour animaux de laboratoire situées à l’Agence canadienne d’inspection des 
aliments (ACIA) ont servi pour notre étude en raison de leur niveau de biosécurité plus élevé 
(2) jugé nécessaire lorsqu’on utilise un microorganisme pathogène pour l’humain tel C. 
parvum. Les installations de confinement de niveau 2 doivent se conformer à des exigences 
opérationnelles minimales comme imposer des pratiques saines de microbiologie afin d'éviter 
la dispersion de matières infectieuses, avoir des enceintes de sécurité biologique, limiter 
l’accès au personnel du laboratoire et avoir un plan d’urgence bien détaillé et connu de tous. 
Au total, trois locaux furent mis à notre disposition pour l’étude avec toutes les commodités 
requises dont une entre-chambre pour la décontamination. Un service d’incinération a permis 
d’éliminer efficacement les carcasses suite à l’euthanasie.  
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1.4. Régie 
Les veaux mâles et femelles ayant servi à l’étude furent recueillis moins de 48 heures 
après leur naissance et transportés à l’aide d’une cage de transport munie d’un tapis de 
caoutchouc. Une mini-fourgonnette a suffit pour amener le veau dans sa cage jusqu’aux 
locaux de l’ACIA de Saint-Hyacinthe. L’éclairage de jour et de nuit fut réparti en deux 
périodes de 12 heures. L’eau fut servie à volonté et le nettoyage des locaux a été effectué 
deux fois par jour lors de l’alimentation des veaux. Du colostrum en poudre reconstitué 
(Immu-Start® de la compagnie Imu-Tek® contenant 50 grammes d’IgG anti-E. coli) fut 
utilisé pour nourrir les veaux au biberon durant les 24 premières heures de vie et un volume 
de 6 à 8 litres de lait en poudre (Milk Replacer de Grober Inc® contenant 21 % de protéines et 
19 % de lipides) a été utilisé par la suite sur une base quotidienne (matin et soir). Pour tenter 
de rétablir l’hydratation des animaux en diarrhée importante, du Calf-Lyte 2® de 
Vetoquinol® per os fut utilisé (76 grammes dissouts dans 2 litres d’eau donnés deux à trois 
fois par jour). Il s’agit d’une solution orale d’électrolytes, de dextrose et d’autres nutriments 
permettant la réhydratation de l’animal tout en contrôlant les pertes électrolytiques ainsi que 
l’acidose métabolique. Une sonde à gaver a servi à nourrir les animaux anorexiques ou qui 
avaient un mauvais réflexe de tétée. Des tapis de caoutchouc recouvrant un minimum de 50% 
de la surface du cubicule furent utilisés pour le confort des animaux. L’euthanasie des 
animaux ayant survécu après deux semaines d’infection expérimentale a été effectuée à l’aide 
d’Euthanyl® (sodium de penthotal) injecté dans une veine jugulaire (100 mg/kg) après 
tranquillisation provoquée par un mélange kétamine-xylazine injecté par voie intramusculaire.  
 
1.5. Déroulement de l’infection expérimentale 
Pour C. parvum isolat Iowa, nous avons réalisé 10 passages (d’un veau infecté à un 
nouveau-né) alors que pour C. muris, seulement deux veaux ont pu être utilisés. Dans les 48 
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heures suivant la naissance, l’animal fut recueilli et transporté dans son cubicule. Pour chacun 
des veaux, un examen physique complet fut réalisé le jour de l’arrivée à l’ACIA. 
L’inoculation avec Cryptosporidium avait alors lieu après la prise de colostrum, c’est-à-dire 
entre 1 et 6 jours suivant l’admission dépendant de l’acclimatation du veau dans son local 
(démarche normale, alerte et bon réflexe de têtée) ainsi que de la disponibilité de l’échantillon 
infectieux provenant du veau infecté précédemment. L’inoculation fut effectuée à l’aide d’une 
sonde à gaver après avoir mélangé les ookystes d’origine fécale à du lait reconstitué. La 
quantité d’ookystes administrée à chaque veau fut calculée au microscope à l’aide de 
l’immuno-fluorescence (DAPI). Cette technique nous a également permis de vérifier la 
viabilité des ookystes contenus dans l’inoculum. À partir du premier jour d’infection (Jour 0), 
un examen physique de routine eut lieu une fois par jour lors du repas matinal (état général, 
démarche, température rectale, temps de remplissage capillaire, fréquence cardiaque, 
fréquence respiratoire, aspect des matières fécales, présence d’urine, hydratation et appétit). 
Des échantillons de matières fécales furent recueillis aux jours 6, 9 et 13 post-infection (à 
l’exception des veaux morts prématurément en raison de la sévérité de la maladie, c’est-à-dire 
les veaux 1, 4, 5, 6, 7 et 9). La décision de procéder à l’euthanasie était basée sur l’état 
général de l’animal (absence du réflexe de têtée depuis plus de 48 heures, décubitus depuis 
plus de 12 heures, déshydratation de plus de 8 % basée subjectivement sur le ralentissement 
du pli de peau et la sécheresse des muqueuses ou léthargie sévère basée sur l’état de 
conscience). Vu la quantité de matières fécales nécessaires afin d’effectuer nos analyses, un 
simple échantillon rectal ne fut pas possible. Il fallut ainsi ramasser les fèces fraiches à même 
le plancher du cubicule où le veau se trouvait. L’euthanasie des animaux ayant survécu eut 
lieu lors du 13e jour (sauf le premier veau utilisé pour C. muris qui fut euthanasié au 30e jour 
post-infection). L’échantillon recueilli le sixième jour, au moment du pic d’excrétion 
théorique de Cryptosporidium, a servi à infecter le veau suivant (sauf pour les veaux morts 
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avant le jour 6). Une prise de sang (jugulaire) a également été réalisée le même jour de 
l’euthanasie ou du décès de l’animal. Le sang ainsi prélevé fut centrifugé et le sérum résultant 
fut rapidement réfrigéré par la suite. Entre chaque animal infecté, le cubicule a subi un vide 
sanitaire d’au moins une semaine et a été désinfecté au Virkon® par le personnel de l’ACIA. 
Après euthanasie, les carcasses furent placées au congélateur pour ensuite être incinérées (par 
la compagnie Incimal®).  
 
2. Analyse en laboratoire 
2.1. Récolte et traitement des échantillons 
 Les matières fécales provenant de veaux infectés furent récoltées dans des sacs 
Whirlpack® hermétiques et stériles. Les ookystes contenus dans 10 grammes de matières 
fécales ont été mélangés à 40,0 mL de solution dispersante (6,057 g de Tris dilué dans 5 mL 
de Tween et 1000 mL d’eau stérile) ce qui constitue une dilution 1/5. Le tout fut placé dans un 
agitateur rotatif à 150 rpm pendant 10 minutes. Sous une hotte biologique, la solution a été 
filtrée dans un tube conique de 50,0 mL à l’aide d’une gaze et d’un entonnoir stériles. Ensuite, 
10 mL du filtrat ont ensuite été transférés à un contenant stérile contenant 40,0 mL d’eau 
stérile.  L’agitateur rotatif fut encore une fois utilisé à 150 rpm pendant 10 minutes. 
L’échantillon a été placé dans un tube conique de 50 mL et centrifugé à 1500 X G : vitesse à 
90% ( 3 000 rpm) pendant 15 minutes et le volume du culot fut évalué par la suite. Lorsque 
le volume du culot était inférieur ou égal à 0,10 mL,  l’échantillon était homogénéisé et 10 mL 
était transféré dans un tube à surface plane conçu spécialement pour l’immunocapture. Si le 
volume était supérieur à 0,10 mL, on ajoutait un volume d’eau stérile équivalent à 10 fois 
celui du culot et l’échantillon était ensuite agité au vortex 10 à 15 secondes. Un volume de 5 
mL était prélevé par la suite et mélangé à 5,0 mL d’eau stérile dans un tube à immunocapture. 
La portion restante suite à la filtration fut gardée à environ 40C. Le but de l’ensemble de ces 
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étapes était d’éliminer les plus gros débris de l’échantillon tout en améliorant la dispersion en 
solution des ookystes. 
 
2.2. Concentration des ookystes par immunocapture  
La filtration à l’étape précédente avait permis d’obtenir une solution de 10 mL dans un 
tube à immunocapture. Un volume de 0,5 mL de tampon A 10X et de 0,5 mL de tampon B 
10X furent ajoutés ainsi que 100 µL de solution contenant les billes tapissées d’anticorps anti-
Cryptosporidium (mélangée préalablement à l’aide du vortex pendant 10 secondes). Le tout 
fut placé dans un agitateur rotatif (Labquake) pendant 60 minutes pour permettre à la réaction 
anticorps-antigène avoir lieu. Le tube a ensuite été placé dans un aimant (MPC-1) et agité 
lentement et de façon continue pendant 2 minutes. Le surnageant fut décanté et, à l’aide d’une 
pipette sérologique, les billes furent doucement suspendues à nouveau dans 1 mL de tampon 
A 1X puis transférées dans un microtube. Ce dernier fut placé dans un petit aimant (MPC-S) 
et le tout fut inversé de 900 pendant 1 minute. Après avoir éliminé le surnageant, les billes 
furent lavées deux fois avec 1 mL de Tris-EDTA pH 8,0. 
 
2.3. Dissociation du complexe billes / ookystes 
 Une fois le dernier lavage terminé, le surnageant contenant le Tris-EDTA fut éliminé 
et 50 µL de HCl 0,1N furent ajoutés aux billes. Le tout a été agité au vortex pendant 50 
secondes pour ensuite demeurer au repos à la température de la pièce pendant 10 minutes. 
Une fois les 10 minutes d’incubation terminées, le microtube contenant les billes et le HCl fut 
agité au vortex à nouveau pendant 30 secondes et placé dans un petit aimant. Le surnageant 
contenant des ookystes en suspension (détachés des billes à cette étape) fut récupéré et placé 
dans un autre microtube stérile. Ces étapes de dissociation furent répétées une autre fois ce 
qui a permis de récolter 100 µL de surnageant contenant les ookystes de Cryptosporidium. 
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Une quantité de 10 µL de NaOH 1N fut ajoutée au microtube afin de neutraliser la solution. 
Sur les 110 µL résultant, 10 µL a été transféré sur une lame de la trousse Mérifluor® pour 
coloration et 350 µL de Tris-EDTA pH 8,0 +1% SDS a été ajouté au reste de la solution (100 
µL) qui fut immédiatement placée à -200C. 
    
2.4. Détection de Cryptosporidium par immuno-fluorescence directe avec la trousse 
Mérifluor® et détection de la viabilité avec le DAPI 
 Une fois les 10 µL déposés sur la lame Mérifluor®, l’échantillon ainsi que des 
témoins positifs (solution contenant Cryptosporidium et Giardia) et négatif (solution sans 
parasite) furent étalés et séchés complètement à l’air libre à température de la pièce pendant 
15 minutes. Il y eut ensuite ajout d’une goutte de réactif de détection, d’une goutte de réactif 
de contre-colorant et de 45 µL de colorant DAPI (1 µg/mL). La solution résultante fut 
mélangée et étalée sur la lame à l’aide d’une anse stérile et incubée dans une chambre humide, 
à l’abri de la lumière et à la température de la pièce, pendant 30 minutes. Les réactifs en excès 
furent éliminés avec un tampon 1X et la lame a été asséchée sur un papier absorbant. Une 
goutte de milieu de montage de la trousse Mérifluor® fut ajoutée à l’échantillon et aux deux 
témoins qui ont été recouverts d’une lamelle par la suite.  
 
 Un microscope avec lampe à vapeur de mercure a du être utilisé pour la détection de 
Cryptosporidium colorés au DAPI. Il fallut d’abord sélectionner le filtre approprié pour 
l’immuno-fluorescence (FITC) qui a une bande d’excitation située entre 450 et 490 nm. Le 
focus a pu être ajusté avec le témoin positif à un grossissement total de 200X (objectif 20X). 
Sur la lame du contrôle, les protozoaires appartenant au genre Cryptosporidium avaient une 
forme sphérique à ovoïde, avec un diamètre de 4 à 6 µm et présentant une fluorescence vert 
pomme pâle avec un contour bien défini fluorescent vert pomme plus brillant. Après avoir 
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confirmé la validité des contrôles, le dénombrement du total des ookystes obtenus sur la lame 
a été effectué à l’aide d’un compteur. Ensuite, pour les échantillons positifs à 
Cryptosporidium, il y eut observation au DAPI (filtre ayant une bande d’excitation  située 
entre 340 et 380 nm) pour identifier les unités toujours viables parmi les ookystes. Une 
réaction DAPI positive donne une couleur bleue intense ou la présence de 4 noyaux distincts 
de couleur bleu ciel à l’intérieur des ookystes alors que dans le cas d’une réaction négative, la 
couleur bleue interne est pâle et il n’y a pas de noyaux distincts visibles. 
   
Figure 3. Morphologie de Cryptosporidium parvum par contraste d'interférence différentielle 
(gauche), par immuno-fluorescence (centre) et par coloration au 4,6-diamidino 2-phénylindole 
dihydrochloride (DAPI) (droite) (tiré du site www.novauc.com/health) 
 
 Le dénombrement des unités viables est possible avec la formule suivante : Quantité 
d'unités viables dans 10 g ou 10 ml de fèces = ((50 mL de solution dispersante + eau 
ajoutée) / 5 ou 10 ml d'échantillon) X (nombre d'unités viables sur lame X 110/10)) 
 
2.5. Rupture de la paroi des ookystes et extraction de l’ADN 
Le microtube contenant 350 µL de Tris-EDTA pH 8,0 +1% SDS et 100 µL 
d’échantillon a d’abord été placé dans un aimant (MCP-S) et inversé à 900 pendant une 
minute. Puis le surnageant de 450 µL fut récupéré ce qui a permis d’éliminer la majorité des 
quelques billes restantes de l’étape de dissociation et transféré dans un microtube de 2 mL 
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contenant 1150 µL de tampon ASL®. La rupture de la paroi a alors eu lieu grâce à 5 cycles 
consécutifs de gels (-20,00C pendant 5 minutes) et dégels (95,00C durant 1 minute). Après que 
le microtube ait été agité au vortex pour 15 secondes et centrifugé pendant 1 minute à 14 000 
rpm, 1 200 µL du surnageant furent récupérés et transférés dans un nouveau microtube de 2 
mL. Une pastille d’Inhibitex® a été ajoutée au microtube qui fut agité au vortex 
immédiatement pendant 1 minute puis laissé à température de la pièce durant 1 minute. 
L’échantillon fut alors centrifugé pendant 3 minutes à 14 000 rpm et le surnageant fut 
récupéré dans un microtube de 1,5 mL. Après une nouvelle centrifugation pendant 3 minutes 
à 14 000 rpm, 200 µL de surnageant fut mélangé à 15 µL de protéinase K et 200 µL de 
tampon AL® dans un nouveau microtube de 1,5 mL puis agité au vortex durant 15 secondes. 
Le microtube a été incubé à 70,00C dans un bain-marie pendant 10 minutes et 200 µL 
d’éthanol (96-100%) ont été ajoutés. Le tout fut agité au vortex pendant 15 secondes. Le lysat 
obtenu fut transféré dans une colonne QIamp® déjà insérée dans un tube collecteur de 2 mL 
et centrifugé à 14 000 rpm durant 1 minute. Le filtrat obtenu fut éliminé et la colonne 
transférée dans un nouveau tube collecteur de 2 mL. Un volume de 500 µL de tampon AW1® 
fut ajouté à la colonne et le tout fut centrifugé à 14 000 rpm durant 1 minute. Cette étape fut 
répétée une seconde fois mais avec un volume de 500 µL de tampon AW2® et une 
centrifugation de 3 minutes à 14 000 rpm. La colonne fut transférée dans un nouveau tube 
collecteur de 2 mL centrifugée à 14 000 rpm durant 1 minute. La colonne fut transférée à un 
microtube stérile de 1,5 mL et le filtrat fut éliminé. 100 µL de tampon AE® ont été ajoutés 
directement sur la membrane de la colonne. Il y eut ensuite incubation de 5 minutes à 
température de la pièce et centrifugation pendant 1 minute à 14 000 rpm. Le surnageant 
obtenu, qui contient de l’ADN de Cryptosporidium, fut ensuite placé à -20,00C. 
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2.6. Amplification des gènes HSP70 et GP60 par Nested-PCR 
 Un  mélange de 40,0 µL contenant : 16,5 µL d’eau stérile, 5 µL d’albumine sérique 
bovine ou BSA (1µg/µL), 5 µL de tampon 10X, 1 µL de dNTPs (un mélange des quatre 
désoxyribonucléotides (dATP, dCTP, dGTP et dTTP) chacun à une concentration de 10 mM 
et dilués dans une solution de 0,6 mM de Tris-HCl pH 7,5), 6 µL de chacune des amorces 
pour la première PCR (HSP70-NF et HSP70-NR à une concentration de 5 pmol/µL) ou 6 µL 
pour l’amorce HSP70-2 avec 3 µL de chacune des amorces HSP70-1A et HSP70-1B pour la 
seconde PCR (tous à une concentration de 5 pmol/µL) et, finalement, 0,5 µL de l’enzyme 
polymérase thermostable HotStarTaq (5 U/µL) a été utilisé pour effectuer l’amplification de 
HSP70. À ce mélange placé dans un microtube à PCR, une quantité de 10 µL provenant de 
l’ADN de Cryptosporidium obtenu lors de l’étape précédente a été ajoutée. Les microtubes 
furent ensuite placés dans le thermocycleur qui fut programmé avec le cycle suivant : 95,00C 
durant 15 minutes; 40 X (45 secondes à 94,00C; 45 secondes à 55,00C; 60 secondes à 72,00C); 
720C durant 10 minutes. L’amplification du gène GP60 fut semblable. Seules les amorces 
utilisées furent changées (6 µL de chacune des amorces : AL3531 avec AL3135 pour la 
première PCR et AL3132 avec AL3134 pour la seconde PCR). Pour tous les PCR, des 
contrôles négatif (10 µL d’eau stérile à la place de l’échantillon à amplifier) et positif (10 µL 
d’un échantillon connu contenant de l’ADN de Cryptosporidium provenant directement de la 
compagnie WaterborneTM) ont été utilisés.  
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Gène amplifié Amorce utilisée Séquence 
HSP70 HSP70-NF 5’-ATGTCTGAAGGTCCAGCTATTGGTATTGA-3’ 
HSP70 HSP70-NR 5’-TTAGTCGACCTCTTCAACAGTTGG-3 
HSP70 HSP70-1A 5’-TATTCATGTGTTGGTGTATGGAGAAA-3’ 
HSP70 HSP70-1B 5’-TCTTCATCTGTTGGTGTATGGAGAAA-3’ 
HSP70 HSP70-2 5’-CAACAGTTGGACCATTAGATCC-3’ 
GP60 AL3531 5’-ATA GTC TCC GCT GTA TTC-3’ 
GP60 AL3535 5’-GGA AGG AAC GAT GTA TCT-3’ 
GP60 AL3532 5’-TCC GCT GTA TTC TCA GCC-3’ 
GP60 AL3534 5’-GCA GAG GAA CCA GCA TC-3’ 
 
Tableau III. Amorces utilisées pour l’amplification des gènes HSP70 et GP60 de 
Cryptosporidium parvum Iowa (WaterBorne®). 
 
2.7. Migration sur gel d’électrophorèse et visualisation du fragment d’ADN 
Pour faire migrer les amplicons obtenus lors de l’étape précédente, nous avons préparé 
des gels dont la concentration en agarose variait en fonction de la longueur des fragments 
d’ADN à faire migrer. Ainsi, un gel d’agarose 0,7% fut utilisé pour l’amplicon obtenu à partir 
de GP60 et de 0,5% pour HSP70. Les différents gels furent préparés dans un Erlenmeyer de 
250 mL et chauffés au four micro-ondes jusqu’à dissolution complète en agitant 
vigoureusement après les 50 premières secondes. L’agarose fut ensuite refroidi pendant 6 
minutes. Après avoir installé le moule ainsi que les peignes dans l’appareil à électrophorèse, 
l’agarose a été coulé dans le moule et laissé à la température de la pièce pendant 30 minutes. 
Une fois la polymérisation de l’agarose terminée, l’appareil à électrophorèse a été rempli avec 
du TBE 1X et les peignes du gel retirés très lentement. 
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Sous la hotte, un mélange contenant 10 µL d’amplicon et 2 µL de loading Buffer® fut 
préparé pour ensuite être placé dans un des puits laissés par les peignes. 10 µL d’un mélange 
de loading Buffer® et d’un marqueur de poids moléculaire (1 Kb DNA Ladder 
d’Invitrogen®) a également été ajouté. Une fois le chargement de tous les puits complété, une 
migration de 60 minutes a été effectuée à 400 mAmps et 100 volts. À l’aide d’une spatule, le 
gel fut placé dans une solution de SYBR SafeTM 1X pour 35 minutes à l’abri de la lumière. 
Ensuite, le gel fut installé à l’intérieur du transilluminateur qui permet la visualisation de 
l’ADN via le rayonnement UV.  
 
2.8. Extraction de l’ADN à partir du gel d’agarose 
Le morceau de gel contenant de l’ADN visible au rayonnement UV a pu être coupé à 
l’aide d’un scalpel pour ensuite être placé dans un microtube. Le poids exact du morceau de 
gel a été mesuré à l’aide d’une balance électronique et 3 volumes de Buffer QG® pour 1 
volume de gel ont été ajoutés par la suite. Le tout fut incubé à 500C durant 10 minutes tout en 
étant agité au vortex à toutes les 2 minutes durant l’incubation. Après que le gel se soit 
complètement dissout, l’équivalent d’une fois le volume du gel en isopropanol fut ajouté à 
l’échantillon qui fut mélangé par inversion à plusieurs reprises. L’échantillon d’ADN a 
ensuite été déposé sur une colonne MinElute préalablement installée dans un microtube de 2 
mL puis centrifugé à nouveau à 14 000 rpm pendant 1 minute. Le surnageant fut éliminé et 
500 µL de Buffer QG® ont été ajoutés à la colonne. Après centrifugation, le surnageant a été 
éliminé et 750 µL de Buffer PE® ont été ajoutés à la colonne. Après deux centrifugations 
successives, la colonne a été placée dans un microtube de 1,5 mL. Pour éluer l’ADN, un 
volume de 10 µL de Buffer EB® (10 mM Tris-Cl, pH 8,5) fut ajouté en plein centre de la 
 80 
 
membrane de la colonne. Après une courte incubation de 1 minute, la colonne fut centrifugée 
pour 1 minute et le surnageant, contenant alors l’ADN, a pu être récupéré pour le séquençage. 
 
2.9. Séquençage 
Le séquençage de nos produits de PCR fut réalisé via le service offert par le Centre 
d’innovation Génome Québec et Université McGill qui utilise le système d’analyse ABI 
3730xl d’Applied Biosystems.  
 
Les amplicons sur gels furent d’abord purifiés lors de leur extraction (étape 
précédente). Ensuite, nous avons placé 20 µL d’échantillons par puit sur une plaque à fond en 
U de 96 puits. Nous avons également fourni 5 µL par puits de chacune des amorces de la 
seconde PCR pour chaque échantillon à analyser.  
 
2.10. Immuno-buvardage en point (buvardage en point) 
2.10.1.   Principe 
L’immuno-buvardage en point est une technique immunohistologique comparable au 
Western Blot mais sans séparation préalable par électrophorèse. Elle est utilisée pour la 
détection d’un antigène par une immunoglobuline. Un anticorps secondaire marqué à la 
« horseradish peroxydase » permet de visualiser la réaction Ag-Ac primaire après révélation 
(avec H2O2) 243. 
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Figure 4. Anticorps secondaire (2oAb)  marqué à la « horseradish peroxydase » (HRP) 
permettant de visualiser la réaction Antigène (protein)-Anticorps primaire (1oAb)  après 
révélation (tiré du site www.cellsignal.com). 
 
2.10.2.   Préparation des ookystes 
 Les ookystes obtenus de la compagnie Waterborne furent d’abord dénombrés grâce à 
un hémacymètre (1,25 x 106 ookystes dans 4 mL de PBS) et centrifugés à 6000 g durant 10 
minutes. La portion supérieure a ensuite été éliminée et les 10 µL de PBS contenant le culot 
au fond du tube furent récupérés et transférés dans un microtube contenant 30 µL de solution 
de solubilisation (volume total 40 µL). Ensuite, un volume de 4,8 µL de l’échantillon (1,5 x 
105 ookystes) fut prélevé et déposé sur la membrane de nitrocellulose. Un volume de 4,8 µL 
d’une dilution 1/10 de l’échantillon (1,5 x 105 ookystes) fut également déposé sur la 
membrane (1,5 x 104 ookystes) 243. 
 
2.10.3. Préparation des anticorps  
Des dilutions 1/1000 et 1/10 000 de l’anticorps secondaire conjugué au HRP et des 
dilutions de 1/100 et 1/500 de sérum provenant du prélèvement sanguin effectué avant 
l’infection expérimentale (témoin négatif) et le jour de l’euthanasie (anticorps primaires) sur 
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le veau du 10e passage de C. parvum furent utilisées pour notre étude. La solution de blocage 
a servi de diluant. 
 
2.10.4. Préparation des réactifs 
Tampon Tris-saline (pour 2L) 
2,42 grammes de Tris dissouts dans 200 mL d’eau distillée (10 mM Tris), pH ajusté à 7,4, 
ajout de 18 grammes de NaCl et volume complété à 2 L avec l’eau distillée 243. 
 
Tampon Tris-saline Tween 
Ajout de 0,05% de Tween 20 au tampon tris-saline 243. 
 
Solution solubilisante 
Mélange contenant 4% de SDS, 1,25M de Tris (pH 6,8), 20% de glycérol, du 2-
mercaptoéthanol ainsi que 0,0004% de bleu de bromophénol 243. 
 
Solution de blocage 
Dilution de 2 grammes de lait en poudre dans 100 mL de Tris-saline 243. 
 
Solutions de révélation 
a. 30 mg de 4-chloro-1-naphtol dissouts dans 10 mL de méthanol froid.  
b. 30 µl de H2O2 dans 50 mL de Tris-saline 243. 
 
2.10.5. Méthodologie 
Sur la membrane de nitrocellulose de marque Bio Rad®, une marque distinctive fut 
inscrite pour indiquer la zone de révélation. Ensuite, un microtube contenant 22 µL 
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d’échantillon avec du tampon de solution (voir préparation de l’échantillon) a été trempé dans 
l’eau bouillante d’un Erlenmeyer de 500 mL placé sur une plaque chauffante durant 5 
minutes.  En utilisant un embout fin, 4,8 µL d’échantillon brut d’ookystes (total de 1,5 x 105 
ookystes) ou 4,8 µL d’une dilution 1 dans 10 de l’échantillon (total de 1,5 x 104 ookystes) ont 
été déposés sur la membrane de nitrocellulose à l’endroit préalablement indiqué. Un témoin 
négatif fut également ajouté à la membrane (4,8 µL de solution de blocage). La solution fut 
appliquée lentement sur la membrane afin de bien minimiser la zone de pénétration 
(maximum 3 à 4 mm de diamètre) et le tout fut laissé à l’air libre pour séchage durant 10 
minutes. Les sites non-spécifiques de la membrane ont été bloqués à l’aide d’une incubation 
de 60 minutes avec agitation à la température de la pièce dans un contenant rempli de 15 mL 
de solution de blocage. Ensuite, la membrane fut incubée avec agitation à température de la 
pièce durant 2 heures avec 150 µL (dilution 1/100) ou 30 µL (dilution 1/500) de sérum 
provenant du veau du 10e passage avec Cryptosporidium parvum (anticorps primaires). Cinq 
lavages avec Tris-saline Tween d’une durée de 5 minutes furent alors effectués sur la 
membrane qui fut incubée pendant une heure sous agitation à la température de la pièce avec 
des dilutions 1/1000 (15 µL dans 15 mL) et 1/10 000 (1,5 µL dans 15 mL) de l’anticorps de 
lapin anti-IgM de bovin (anticorps secondaire) couplé au HRP. Une fois l’incubation 
terminée, il y eut 4 lavages de 5 minutes avec du Tris-saline Tween et 1 dernier lavage de 5 
minutes avec Tris-saline seulement. Ensuite, les solutions de révélation (préparées durant les 
derniers lavages de l’étape précédente) furent ajoutées à la membrane et il y eut incubation 
durant quelques minutes afin de laisser les points devenir apparents sur la membrane. La 
membrane a ensuite été rincée à l’eau distillée et laissée libre et à la noirceur pour séchage 243.  
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2.10.6. Test de l’efficacité de l’anticorps secondaire  
À l’aide d’un embout avec bout fin, 5,0 µL d’une dilution 1/100, 1/1000 et 1/10000 de 
l’échantillon (anticorps secondaires anti-IgM de bovins faits chez le lapin et marqués à la 
peroxydase (Bethyl®)) furent prélevés et déposés sur une membrane de nitrocellulose 
préalablement marquée. La membrane a ensuite séché durant 20 minutes. Les solutions de 
révélation furent ajoutées et le tout incubé jusqu’à l’apparition de points apparents sur la 
membrane. Finalement, la membrane fut rincée et laissée à sécher à la noirceur 243.  
 
2.10.7. Test de l’efficacité de l’anticorps primaire 
À l’aide d’un embout avec bout fin, un volume de 5,0 µL d’une dilution 1/100, 1/1000 
et 1/10000 de l’échantillon (anticorps secondaires anti-IgM de bovins marqués à la 
peroxydase) fut prélevé et déposé sur une membrane de nitrocellulose préalablement 
marquée. Il y eut ensuite séchage à l’air libre durant 20 minutes puis les sites non-spécifiques 
ont été bloqués en faisant tremper la membrane dans 15 mL de la solution de blocage durant 
1h avec agitation à la température de la pièce. Par la suite, l’anticorps secondaire anti-IgM de 
bovin fut ajouté et le tout fut laissé pour une heure avec agitation à la température de la pièce 
(en utilisant la meilleure dilution obtenue lors du test de l’efficacité de l’anticorps secondaire). 
Une fois l’incubation terminée il y eut 4 lavages de 5 minutes avec du Tris-saline Tween et 1 
dernier lavage de 5 minutes avec Tris-saline seulement. Ensuite, les solutions de révélation 
(préparées durant les derniers lavages de l’étape précédente) furent ajoutées à la membrane et 
il y eut incubation durant quelques minutes afin de laisser les points devenir apparents sur la 
membrane. La membrane a ensuite été rincée à l’eau distillée et laissée libre et à la noirceur 
pour séchage 243.  
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Résultats 
1.  Infection expérimentale 
L’infection effectuée avec la souche Iowa de C. parvum a provoqué l’apparition de 
signes cliniques chez les 10 veaux utilisés au cours de l’expérience. Cependant, la sévérité 
était variable d’un veau à l’autre (voir tableau IV). Le premier veau (obtenu par césarienne) 
eut beaucoup de difficulté à se lever par lui-même lors de ses premières heures de vie et a 
montré de la faiblesse avant même l’apparition des premiers signes de la maladie. De plus, il 
n’avait pas le réflexe de se nourrir (alimentation forcée per os). Trois jours après l’inoculation 
(près de 500 000 unités viables provenant de la compagnie Waterborne®), les premiers signes 
de la maladie apparurent (diarrhée liquide) et vers le huitième jour après inoculation, l’animal 
est devenu très léthargique en raison d’une sévère déshydratation. Malgré une fluidothérapie 
per os à l’aide de Calf-Lyte 2®, il a été euthanasié 11 jours post-infection afin de respecter le 
protocole d’éthique. 
 
Les différents tests de contrôle exécutés sur les fermes fournissant les veaux ont 
montré qu’aucun échantillon testé (selles de quelques vaches sur la ferme) n’était positif à 
Cryptosporidium. Environ 3 à 4 jours après l’inoculation du second veau (7 700 unités viables 
provenant des matières fécales du premier animal), les premiers signes de la maladie 
apparurent. Cependant, la maladie entraîna une morbidité relativement faible lorsqu’on 
compare avec le premier veau puisqu’il n’y avait pas de signe systémique ni déshydratation 
durant l’infection. La diarrhée contenait un peu de sang et était plus abondante et liquide entre 
les jours 4 et 6 post-infection mais le tout était revenu à la normale bien avant le jour 13 où 
l’euthanasie a eu lieu. L’histoire fut semblable pour le troisième veau sauf que l’inoculum 
provenant du veau précédant contenait un peu moins d’unités viables (environ 6 000) et il y 
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eut légère déshydratation entre les jours 4 et 6. Aucune trace de sang ne fut notée dans les 
matières fécales du troisième veau.  
 
Les veaux 4 à 7 eurent des signes cliniques sévères (diarrhée abondante accompagnée 
d’une sévère déshydratation) et ils sont tous décédés avant le jour prévu de leur euthanasie. 
Pour le veau 4, la diarrhée est apparue rapidement et subitement 48 heures post-infection 
(7 000 unités viables) et fut beaucoup plus sévère. Les signes systémiques ont cependant 
tardés quelques jours avant de se manifester. Le soir du cinquième jour après infection, 
l’animal fut retrouvé très abattu avec une sévère déshydratation. Malgré la grande quantité de 
fluides per os administrée (2 litres de Calf-Lyte 2 à 18 heures et à minuit), l’animal est décédé 
durant la nuit. L’apparition des signes cliniques est survenue également moins de 48 heures 
post-infection (6 300 unités viables) pour le veau 5. Son décès fut extrêmement rapide 
(environ 12 heures après le début de la diarrhée malgré les fluides). Le sixième veau a montré 
des signes de faiblesse dès son entrée dans son cubicule (avant même l’inoculation). Il a 
également montré de la diarrhée environ 48 heures après l’infection et a pu tenir le coup 
jusqu’au 5e jour où il a du être euthanasié pour des raisons humanitaires (amorphe depuis plus 
de 48 heures). Nous avions utilisé un peu plus de 4 000 unités pour inoculer le sixième veau. 
Son décès prématuré a fait en sorte que le 7e veau ne fut inoculé qu’avec un peu moins de 
3 000 unités viables. L’apparition des signes cliniques fut alors retardée jusqu’au 4e jour après 
inoculation. Cependant, l’animal est devenu léthargique avec sévère déshydratation à partir du 
6e jour et le décès fut constaté le matin du 8e jour. 
 
Les veaux 4 à 7 étant décédés prématurément, nous avons alors décidé de donner entre 
1 500 et 2 000 unités pour les trois derniers animaux de l’expérience. Le veau 8 a survécu les 
13 jours de l’infection et la diarrhée n’est apparue que 5 jours après l’inoculation. Cependant, 
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une déshydratation assez importante (environ 5 %) fut notée entre les jours 6 et 8 post-
infection. L’administration de fluides a fini par résoudre le problème et l’animal n’affichait 
aucun signe clinique de la maladie lors de son euthanasie. Le neuvième veau a montré des 
signes cliniques vers le 3e jour et est décédé rapidement vers le 6e jour. Le 10e et dernier veau, 
tout comme le 8e, a bien résisté à la cryptosporidiose avec le début des signes cliniques autour 
du troisième jour et une déshydratation modérée à sévère vers le jour 6. Les veaux 8 et 10 
semblaient guéris au 9e jour après ingestion du parasite. À noter qu’il n’y a eu aucune rechute 
parmis les veaux ayant montré des signes cliniques et qui ont survécu à l’infection 
expérimentale. 
 
Deux infections expérimentales furent tentées avec C. muris sur deux veaux différents. 
Le but était d’obtenir une quantité suffisante d’ookystes pour étudier les gènes HSP70 et 
GP60 pour cette espèce et de comparer avec C. parvum. Malheureusement, aucun signe 
clinique ne fut observé. Les deux jeunes animaux utilisés sont demeurés en très bonne santé 
durant toute l’expérimentation. Le deuxième veau fut gardé exceptionnellement jusqu’à l’âge 
de 30 jours afin de vérifier une éventuelle apparition tardive de la maladie. Aucune 
manifestation de cryptosporidiose n’a pu être observée chez cet animal et aucune unité n’a pu 
être détectée avec l’immuno-fluorescence sur les fèces 6, 9, 13 et 30 jours après l’infection. 
 
2. Analyse en laboratoire 
2.1. Observation au microscope et dénombrement des unités viables de Cryptosporidium 
 
 Le tableau IV résume les résultats obtenus pour le dénombrement de Cryptosporidium 
parvum à l’aide de l’immuno-fluorescence et du colorant DAPI. L’observation au microscope 
a permis d’abord de comparer morphologiquement C. parvum et C. muris (échantillons 
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fournis par Waterborne®). Tel que cité précédemment dans la littérature, l’espèce muris est 
de taille plus imposante et a une forme moins sphérique comparée à C. parvum. Environ 50 à 
90 % du total des Cryptosporidium dénombrés étaient viables avec le colorant DAPI. Pour 
l'échantillon commercial de WaterBorne®, nous avons effectué une immunocapture sur 100 
microlitres de solution PBS contenant le parasite et le reste (3,9 mL) fut administré au veau 1. 
Le nombre de parasites excrétés dans les matières fécales au jour 6 pour les veaux 1 à 3 et 7 à 
10 fut variable d’un animal à l’autre et n’était pas corrélé avec la sévérité des signes cliniques. 
Par exemple, le veau 8 a produit un plus faible nombre d’ookystes malgré des signes cliniques 
très évidents. Les veaux 4 à 6 sont décédés prématurément et nous avons du recueillir nos 
échantillons aux jours 5 (veau 4), 2 (veau 5) et 3 (veau 6). Nous avons dénombré les ookystes 
excrétés aux jours 9 pour les veaux 1, 2 et 3 aux jours 11 (veau 1) et 13 (veau 2 et 3). Le 
nombre d’unités viables fut très bas pour les jours 9 et 11 et il n’y avait plus d’ookystes au 
jour 13 du veau 2. Aucun ookyste ne fut détecté pour le témoin négatif fourni avec la trousse 
DAPI tandis que le témoin positif, également fourni dans la trousse, a montré de nombreuses 
cellules de Cryptosporidium parvum et de Giardia sp.  
 
 Pour les 2 veaux infectés avec C. muris, aucun ookyste ne fut observé à l’immuno-
fluorescence. Nous avions prolongé la survie du second veau jusqu’à 30 jours post-infections. 
Malgré cela, aucun ookyste n’a été détecté aux jours 15, 20 et 30.  
 
 
 
 
Passage 
Quantité 
d’ookystes 
viables 
administrée 
Signes 
cliniques 
Unités 
totales 
Unités 
viables 
Âge du veau 
(jours) lors de 
l’échantillonnage 
Quantité d’ookystes 
totaux par ml de 
fèces ou PBS 
(WB®) 
Quantité 
d’ookystes 
viables par ml 
de fèces ou PBS 
(WB®) 
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WB®   1280 1091  6 140 800 120 010  
Veau 1 468 039 Sévères 80 70  6 440  385 
Veau 2 7 700 Légers 860 460  6 11 352  6072 
Veau 3 6 072 Légers 48 43  6 264  237 
Veau 4 7 095 Sévères 153 77  5 842 424 
Veau 5 6 360 Sévères 31 16  2 409 211 
Veau 6 4 220 Sévères 36 18  3 198 99 
Veau 7 2 970 Sévères 1561 1021  6 8 586 5616 
Veau 8 1 404 Modérés 8 6  6 44 33 
Veau 9 1 650 Sévères 2000 1800  6 11 000 9 900 
Veau 10 1 980 Modérés 2000 1800  6   
 
Tableau IV. Dénombrement à l’aide de l’immuno-fluorescence des unités totales et viables 
de Cryptosporidium parvum produits par les veaux au cours des 10 passages infectieux. 
  
2.2. Amplification des gènes HSP70 et GP60 par Nested-PCR et migration des fragments 
sur gel d’agarose 
 L’amplification des gènes HSP70 et GP60 par PCR a bien fonctionné. Les Figures 5 et 
6 montrent les résultats obtenus après avoir fait migrer les fragments d’ADN correspondant à 
HSP70 et GP60 sur un gel d’agarose. Le marqueur de poids moléculaire (1 Kb DNA Ladder 
d’Invitrogen®) montre que l’amplicon du GP60 (850 pb) a migré légèrement plus rapidement 
que la bande de 1000 pb et que la migration du produit de PCR provenant de l’amplification 
de HSP70 (1950 pb) était semblable à celle de la bande de 2000 pb. La visualisation de ces 
bandes sur gel a permis de purifier l’ADN par la suite.  
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Figure 5. Migration sur gel d’agarose de l’amplicon GP60 (800 à 850 pb) après divers 
passages chez le veau (animaux 1 à 10). 
 
 
Figure 6. Migration sur gel d’agarose de l’amplicon HSP70 (environ 1950 pb) après divers 
passages chez le veau (animaux 2, 5, 7, 8 et 10). 
 
2.3. Séquençage 
 L’annexe 1 montre les résultats de séquençage obtenus pour les gènes GP60 et HSP70. 
Nous avons envoyé une combinaison des amorces « forward » et « reverse » de la seconde 
PCR ce qui a permis de séquencer des portions différentes du gène amplifié. Le séquençage a 
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donnée de meilleurs résultats pour certains échantillons (de plus grandes sections d’ADN ont 
pu être séquencées). L’homologie de la séquence d’ADN fut de 100% pour l’ensemble des 
veaux de l’expérience qui furent testés (4 individus testés par gène) et ce, autant pour le 
HSP70 que pour le GP60.  
 
2.4.  Immuno-buvardage en point 
Les tests effectués sur les anticorps primaires (sérum de veau infecté) et secondaires 
(anticorps secondaires anti-IgM de bovins) ont donné les résultats attendus puisqu’un signal 
clair est apparu sur la membrane après révélation dans les deux cas. Aucun signal ne fut 
obtenu lors de la révélation après avoir mélangé le sérum des veaux avec les ookystes placés 
sur la membrane.  
 
Discussion 
1.  Déroulement de l’infection expérimentale 
Les signes cliniques associés à la cryptosporidiose observés au cours de l’expérience 
se montrèrent conformes avec ce qui était connu auparavant. Tel que prévu, C. parvum a 
causé une diarrhée souvent très sévère chez les veaux nouveau-nés utilisés. Au départ, nous 
avions utilisé un maximum d’unités viables pour amorcer l’infection expérimentale puisque la 
théorie n’était pas très claire sur la dose infectante à utiliser. De plus, malgré la viabilité des 
protozoaires reçus de la compagnie WaterBorneTM, nous avions redouté une perte du pouvoir 
infectieux des parasites suite au transport postal. L’infection sur le premier veau fut un succès. 
Ce dernier ayant été obtenu par césarienne, l’animal fut faible au départ ce qui a probablement 
favorisé la colonisation par C. parvum. L’ajout de fluides per os a eu pour effet de prévenir la 
déshydratation. Mais comme l’intestin perd de sa capacité à réabsorber l’eau ingérée lors de 
cryptosporidiose en raison la disparition de la bordure en brosse, ce traitement s’est avéré 
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nettement insuffisant. Le manque d’installation et de personnel en permanence (pour une 
surveillance 24 heures sur 24) ne permettait malheureusement pas l’utilisation de fluides par 
voie intraveineuse qui aurait été le traitement de choix pour ce genre de situation. Le décès 
prématuré de ce veau n’a cependant pas empêché la prise d’échantillons valables pour notre 
travail.  
 
La césarienne nous donnait un veau prématuré donc plus immature et faible en plus de 
demander une logistique beaucoup plus contraignante. Les 11 autres veaux utilisés pour la 
suite de l’étude provenaient tous de vêlages naturels. Un historique sans épisode de diarrhée 
récente ainsi qu’un dépistage par flottation et par coloration au DAPI sur divers échantillons 
pris aléatoirement (fumier de divers vaches) au sein des fermes fournissant les animaux nous 
ont permis de diminuer les risques que celles-ci ne soient déjà contaminées par 
Cryptosporidium. Cependant, Ruest, Faubert et Couture affirment que les animaux peuvent 
excréter le parasite de manière intermittente et qu’un seul échantillon de fèces ne peut garantir 
l’absence du protozoaire chez l’animal évalué. De plus, les animaux testés positivement ne 
montrent pas toujours de la diarrhée 10. Les 2e et 3e veaux infectés par C. parvum montrèrent, 
comme prévu, des signes moins sévères de la maladie. Le second veau a montré des 
saignements intestinaux ce qui indique une irritation plus sévère de la muqueuse intestinale 
qui pourrait être associée à une infection mixte avec des bactéries ou autres agents 
pathogènes. Étonnement, les veaux 4 à 7 n’ont pas eu la même chance et ils sont tous décédés 
avant le jour prévu de l’euthanasie. Il est possible que les Cryptosporidium se soient adaptés 
pour infecter plus efficacement leur hôte, mais cela demeure difficile à prouver juste en se 
fiant aux signes cliniques puisque de nombreux facteurs entrent en ligne de compte tel la 
génétique de l’animal infecté, les maladies concomitantes non-décelées au départ, l’appétit et 
le stress. La sévérité des signes cliniques ne fut pas corrélée avec la quantité d’unités viables 
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administrée au veau. La génétique de chaque animal étant différente, la résistance pouvait 
ainsi varier d’un individu à l’autre. Il faut aussi considérer que l’âge exact des veaux au 
moment de l’inoculation variait légèrement (1 à 6 jours), les plus jeunes étant plus sensibles. 
 
Les deux veaux infectés par C. muris n’ont jamais montré le moindre signe de 
maladie. Même le veau qui fut gardé pendant 1 mois n’a jamais eu de matières fécales 
anormales. Le parasite ne se retrouvant pas au sein de son hôte habituel, l’infection n’a pas pu 
avoir lieu. La spécificité d’hôte est ainsi bien montrée lorsqu’on compare les deux espèces de 
Cryptosporidium utilisés au cours de l’expérimentation. Selon l’article de Wade, Mohammed 
et Schaaf datant de l’an 2000, les animaux âgés entre 6 et 24 mois sont 3 fois plus sensibles 
que les veaux de moins de 6 mois pour une infection à C. muris 55. Nous n’avions pas de 
locaux assez grands pour garder des bovins juvéniles ou adultes. Les veaux utilisés pour notre 
expérience n’étaient probablement pas du bon groupe d’âge, mais il est quand même un peu 
surprenant qu’aucune trace d’infection n’ait été détectée malgré une dose infectante élevée 
(environ 1 x 106 unités). Notre étude confirme donc la résistance des veaux de moins de 30 
jours face à ce parasite et que pour reproduire la maladie, l’âge de l’animal est très important.  
 
2.  Observation au microscope et dénombrement des unités viables 
Tel que cité dans l’article de Wade, Mohammed et Schaaf en 2000, il est possible de 
différencier 2 types morphologiquement distincts : C. parvum apparaît sous forme d’ookyste 
sphérique de 4 à 6 µm de diamètre alors que C. muris est de forme ovale et d’un diamètre de 7 
à 9 µm 55. Les échantillons de C. parvum et C. muris reçus de la compagnie WaterBorne® 
étaient conformes à cette description. Plus de 120 000 des unités dénombrées à partir de ces 
échantillons étaient viables (DAPI) sur un total d’environ 140 000. Le transport n’a donc pas 
trop affecté la viabilité des ookystes.  
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 Le tableau IV montre qu’entre 50 et 90 % du total des Cryptosporidium dénombrés à 
partir des matières fécales de veaux au 6ième jour post-infection étaient viables avec le colorant 
DAPI. Plusieurs facteurs peuvent expliquer le fait que certains échantillons étaient moins 
viables que d’autres : différences de sensibilité selon la trousse DAPI utilisée, temps écoulé 
entre la défécation et la récolte d’échantillon (variant de quelques minutes à 12 heures) et 
immunité variable selon le veau infecté. 
  
 Le nombre de parasites excrétés dans les matières fécales fut variable d’un animal à 
l’autre et cela devait dépendre en grande partie de la réponse immunitaire de l’animal infecté. 
Les veaux utilisés au cours de l’expérience n’avaient pas la même génétique et donc 
l’efficacité de leur immunité était variable d’un individu à l’autre. De plus, l’infection n’a pas 
eu lieu nécessairement au même âge (quelques jours de différence selon les veaux). Le 
système immunitaire et la constitution générale de l’animal est meilleure à l’âge de 6 ou 7 
jours comparé à 24 heures ou moins. D’ailleurs, la sévérité de la maladie faisait en sorte qu’il 
était difficile de garder l’animal avec une santé acceptable jusqu’au jour 13 post-infection 
lorsque ce dernier avait été infecté très tôt alors que les animaux un peu plus âgés semblaient 
plus résistants. La sévérité des signes cliniques ne semblait pas corréler directement avec le 
niveau d’excrétion puisque certains veaux moins excréteurs sont morts rapidement alors que 
d’autres, qui en produisaient beaucoup plus, ont montré plus de résistance. Par exemple, le 
veau 8 a eu une sévère diarrhée autour du jour 6 mais l’excrétion du parasite était faible au 
moment de la prise d’échantillon (seulement 33 unités viables par gramme de matières 
fécales). Les infections bactériennes ou virales concomitantes pourraient expliquer ce manque 
de corrélation en plus de l’immunité qui varie d’un individu à l’autre.  
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 Le nombre d’unités viables produites par les animaux infectés a diminué 
drastiquement après le jour 6. Les veaux 1 et 2 furent testés aux jours 9 (1 et 2), 11 (1) et 13 
(2) et le nombre d’ookystes était alors négligeable (1 ou 2 unités) sinon nul. Pour les individus 
ayant survécu jusqu’au jour 13, la maladie apparaissait vers le jour 4 ou 5 pour ensuite 
disparaître vers le jour 9 ou 10 avec une durée moyenne de 4 à 5 jours, ce qui est un peu plus 
court que ce qui est rapporté dans la littérature (durée de 7 jours en moyenne 8). Aucun animal 
n’a fait de rechute après rémission apparente. Le phénomène d’auto-infection discuté au 
préalable semble avoir été absent durant notre expérimentation. Un échantillon contenant 
plusieurs unités viables obtenu au jour 13 nous aurait permis d’évaluer si des modifications 
génétiques détectables surviennent lors d’auto-infection au sein d’un même animal hôte. Des 
ookystes plus nombreux à ce stade de l’infection expérimentale nous auraient permis 
également de les utiliser pour le prochain animal à infecter et une plus grande variabilité 
génétique aurait, peut-être, pu être observée via les nombreux passages effectués. Le temps 
limité pour la disponibilité des locaux nous a empêchés de garder les animaux au-delà de 14 
jours post-infection pour vérifier si un second pic d’excrétion aurait pu avoir lieu plus tard.  
 
 L’infection par C. muris n’ayant pas réussi, nous n’avons par conséquent pas pu 
observer le moindre ookyste dans les fèces des veaux préalablement inoculés et ce, peu 
importe le jour de la récolte. Cela nous assure que nous n’étions pas en présence de porteurs 
asymptomatiques. Ce sont surtout les animaux adultes qui sont sensibles à C. muris. Il faudra 
à l’avenir en tenir compte pour l’étude de C. muris et prévoir des locaux plus grands pour 
héberger des adultes.  
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3. Amplification et migration sur gel d’agarose des gènes GP60 et HSP70 
L’amplification double de GP60 et de HSP70 nous a donné des fragments d’une 
longueur de 800 à 850 pb et de 1950 pb respectivement. L’échelle de 1 Kb utilisée sur le gel 
d’agarose montre bien que la longueur des fragments obtenus est conforme à ce qui est 
rapporté dans la littérature. Le fragment obtenu du gène HSP70 a migré moins loin sur le gel 
que celui du gène GP60 puisqu’il est plus du double de la longueur ce qui le ralentit 
considérablement.  
 
Pour le gène HSP70, le manque d’homogénéité des amorces aurait pu représenter un 
problème pour l’amplification. La littérature rapporte des variantes dans au moins une des 
amorces utilisées pour le modèle lié à HSP70. En effet, l’amorce « forward » de la seconde 
PCR pouvait varier au 2e (A ou C) et au 8e (G ou C) nucléotide, laissant ainsi 4 possibilités. 
Nous avons choisi d’utiliser un mélange égal de deux amorces pour augmenter nos chances 
d’avoir une bonne amplification (HSP1A : 5’-TATTCATGTGTTGGTGTATGGAGAAA-3’ 
et HSP1B : 5’-TCTTCATCTGTTGGTGTATGGAGAAA-3’). Cette méthode nous a donnée 
de bons résultats. Il est probable que d’autres combinaisons auraient pu tout aussi bien 
fonctionner puisque l’appariement des amorces peut quand même se faire même si un ou deux 
nucléotides ne correspondent pas (la balance de l’amorce qui réussit à s’apparier compense 
habituellement).  
 
Les témoins utilisés pour la PCR ont donné les résultats attendus. Aucune bande 
d’ADN ne fut observée pour le témoin négatif, où l’eau a remplacé l’échantillon, alors qu’une 
bande de poids moléculaire d’environ 2000 pb fut obtenue avec le témoin positif provenant 
d’ookystes de Cryptosporidium fournis de la compagnie WaterBorne®. 
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4. Séquençage 
 Le séquençage de GP60 et HSP70 a démontré que les dix passages effectués n’ont 
aucunement modifié la composition et l’ordre des nucléotides de ces deux gènes pour C. 
parvum. Ainsi, GP60 et HSP70 demeurent stables lorsque les ookystes passent d’un milieu de 
conservation (PBS) à un veau sensible à l’infection. La littérature citait que ces deux gènes 
sont hautement polymorphes ce qui permet de discriminer plus facilement les différents 
génotypes. Malgré le polymorphisme élevé, les deux gènes sont stables au sein d’une même 
population de Cryptosporidium si on se fie aux résultats de notre étude. Donc, lors d’une 
épidémie importante causée par le parasite sur une ferme bovine, les passages d’un animal à 
l’autre qui se produisent durant une certaine période ne modifient pas HSP70 et GP60. On 
pourrait ainsi retracer plus facilement la source d’infection. Par exemple, si on suspecte un 
cours d’eau d’être la source d’infection pour un troupeau donné, les ookystes présents doivent 
avoir des gènes HSP70 et GP60 identiques à ceux retrouvés chez les individus parasités.  
 
 Cependant, nous n’avons pas obtenu d’ookystes viables en quantité suffisante après le 
6e jour post-infection. Si nous avions obtenu des ookystes au 13e jour, nous aurions pu obtenir 
des ookystes issus d’une reproduction sexuée ce qui aurait peut-être pu modifier le génome 
via l’union des gamètes. Ainsi, nous aurions pu observer la présence ou non de changements 
pour les gènes GP60 et HSP70 après divers passages en utilisant les parasites issus d’un 
éventuel second pic d’excrétion.  
 
 Il faut également se rappeler que seulement deux gènes furent testés via 10 passages. 
L’utilisation d’autres gènes d’intérêt comme l’actine auraient pu nous donner des résultats 
différents. Il n’est pas impossible que 10 passages soient insuffisants pour observer des 
changements de la séquence de ces deux gènes. De nombreux passages sur une période 
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prolongée auraient pu modifier, ne serait-ce que légèrement, la composition et l’ordre des 
nucléotides de GP60 et HSP70.  
 
 Le séquençage obtenu du Centre d’Innovation Génome Québec de l’Université McGill 
nous a donné des résultats suffisants pour notre étude mais certains échantillons ont, semble-t-
il, moins bien fonctionné. Selon Génome Québec, le début et la fin d’une séquence sont de 
moindre qualité puisque les 30 à 60 premières paires de bases suivant l’amorce ne sont 
habituellement pas clairement lisibles et une diminution de la qualité est observée à la fin des 
séquences. De plus, la qualité de l’échantillon d’ADN est très importante afin d’éviter les 
éléments pouvant inhiber ou interférer avec le séquençage comme la présence de fragments 
d’ADN différents de celui à étudier. Ainsi, la purification est une étape primordiale. Durant 
notre expérience, nous avons purifié nos échantillons lors de l’extraction de l’ADN à partir du 
gel d’agarose. Une portion importante d’ADN aurait alors pu se perdre au cours de cette étape 
où le gel contenant l’acide nucléique est coupé après visualisation avec rayonnement UV. 
L’élution de l’ADN à la fin du protocole de purification est également une étape pouvant 
occasionner des pertes. 
 
5. Immuno-buvardage en point 
 Les résultats de l’Immuno-buvardage en point furent décevants. La révélation n’a pas 
permis l’obtention du moindre signal. Nous avions utilisés deux concentrations d’ookystes 
(1,5 x 105 et 1,5 x 104 ookystes) ainsi que deux dilutions des anticorps primaires (1/100 et 
1/500) provenant du 10e veau infecté mais nous n’avons rien obtenu. Le but de cette section 
du travail était d’étudier la variation des protéines de surface des ookystes de 
Cryptosporidium après divers passages. Si cette variation avait été significative, il y aurait eu 
des modifications pour les anticorps produits par les veaux infectés après 10 passages en 
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réponse aux changements des antigènes de surface. Les ookystes utilisés n’ayant subi aucun 
passage, nous aurions pu nous attendre à une plus forte réaction anticorps-antigène pour le 
veau du 1er passage et une réaction moins forte pour le veau du 10e passage (variation 
importante des protéines de surface du parasite après les 10 passages) ou une réaction égale 
pour les 10 veaux de l’expérience (très peu ou pas de variation phénotypique). Il aurait 
également été possible de prendre les ookystes produits par le 10e veau et comparer la 
réaction avec le sérum des veaux 1 et 10. Cette technique nous aurait permis de savoir si une 
variation du phénotype a lieu, mais cela ne nous aurait pas permis de savoir quelles protéines 
changent et dans quelle mesure. L’Immuno-buvardage en point, plus simple et plus rapide, est 
plus facile à réaliser lorsqu’on craint de ne pas avoir les réactifs (anticorps et antigènes) en 
concentration suffisante. Cependant, un western Blot aurait eu l’avantage de séparer les 
protéines selon leur poids moléculaire et il aurait été ainsi possible de caractériser les 
protéines impliquées dans les variations phénotypiques des ookystes. 
 
 Pour notre étude, le premier problème réside dans le fait que le veau 1 est mort 
quelques jours avant la date prévue de son euthanasie. Il est probable que la séroconversion 
n’ait pas eu le temps de se produire en seulement 10 ou 11 jours. Le veau 2 a survécu et son 
sérum aurait pu remplacer celui du veau 1 étant donné qu’un seul passage avait alors été 
effectué.  
 
 Le second problème, et probablement le plus important, était d’obtenir une 
concentration suffisante d’ookystes pour obtenir un signal après révélation. Les protozoaires 
sont différents des bactéries et il n’est généralement pas possible de les cultiver en laboratoire. 
De plus, la culture in vitro, si elle avait été possible, aurait pu modifier le génotype et / ou le 
phénotype des ookystes étudiés ce qui aurait pu fausser nos résultats. Les différentes 
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techniques utilisant la centrifugation entraînent des pertes importantes d’ookystes et il devient 
alors nécessaire d’avoir un bon échantillon de départ. Notre centrifugation avait été effectuée 
à 6000 g et nous avions pris les 10 µL de PBS contenant le culot au fond du tube. Il est 
probable qu’une portion des ookystes soit demeurée dans le surnageant qui n’a pas été 
prélevé. Une centrifugation plus forte avec un appareil plus puissant aurait pu être envisagée. 
Les lipides et le mucus d’origine intestinale peuvent emprisonner les ookystes et rendre leur 
concentration par centrifugation plus difficile lorsque l’échantillon est d’origine fécale 256. 
L’immunocapture est un procédé efficace pour concentrer les ookystes à partir des matières 
fécales, mais pour notre étude il aurait fallu en répéter plusieurs sur chaque échantillon 
puisque les veaux infectés durant notre expérience n’ont pas excrété d’ookystes en 
concentration suffisamment importante (le veau 9 a produit la plus haute concentration avec 
9900 unités viables par mL de matières fécales et nous n’avons pas obtenu de résultats avec 
un total de 1,5 x 105 ookystes).  
 
 Les tests d’efficacité des anticorps primaires et secondaires ont bien fonctionné. Nous 
avons obtenu un signal dans les deux cas. Cela montre premièrement que la séroconversion a 
bel et bien eu lieu 13 jours post-infection (veaux 9 et 10 testés). Ensuite, cela confirme que 
l’anticorps secondaire utilisé était bien capable de se lier à l’anticorps primaire produit par le 
veau et que la peroxydase qui lui est rattachée était fonctionnelle. 
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Conclusion 
 Notre étude a permis de mieux caractériser les variations du génotype de 
Cryptosporidium après 10 passages chez le veau. Nous avons utilisé 2 gènes (HSP70 et GP60) 
qui ont la réputation de varier beaucoup d’une souche de C. parvum à une autre. Les résultats 
montrèrent qu’aucun changement de nucléotides ne se produit après 10 passages pour les 
gènes cibles de cette étude. Cela montre qu’il est possible, lors d’une épidémie au sein d’un 
troupeau, de retracer la source d’infection puisque le génotype ne semble pas varier lors du 
passage de l’environnement où le parasite est inactif à un animal hôte où le processus 
infectieux est enclenché. Il faut cependant considérer que seulement HSP70 et GP60 furent 
testés sur 10 passages et que d’autres gènes (comme l’actine) ou un plus grand nombre de 
passages auraient pu donner des résultats différents. De plus, l’analyse du génotype après 
passage entre individus appartenant à deux espèces animales différentes n’a pas été réalisée 
lors de cette étude, ce qui en limite sa portée. 
 
 L’étude de la variation du phénotype après 10 passages n’a pas donné de résultats 
concluants. La séroconversion des veaux infectés semble avoir eu lieu 13 jours après infection 
vu la baisse de la sévérité des signes cliniques mais aucun signal ne fut obtenu après 
révélation sur la membrane où nous avions déposés les ookystes. Les problèmes liés à la 
concentration des ookystes sont probablement le plus à considérer. Des techniques de 
concentration plus efficaces devront être envisagées pour mieux réussir ce type d’expérience.  
 
 L’infection des veaux par C. muris n’a pas produit de signes cliniques et aucun 
ookyste ne fut retrouvé dans les matières fécales suite à l’infection expérimentale. Ce type de 
parasite ne se trouvait pas au sein d’un hôte habituel et l’infection expérimentale a ainsi 
échoué. Cela ne prouve pas la spécificité à l’espèce de C. muris car une seule espèce hôte fut 
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testée lors de cette étude. Il aurait été intéressant de trouver d’autres espèces pour faire des 
passages chez les jeunes bovins comme C. hominis ou C. meleagridis. Ces espèces n’étaient 
malheureusement pas disponibles commercialement au moment de l’étude.  
 
 Le projet a permis d’améliorer nos connaissances sur l’évolution génétique de C. 
parvum après 10 passages chez le veau. Il serait intéressant de mieux étudier les autres 
espèces de Cryptosporidium dont C. hominis qui est plus spécifique à l’humain. Il faudrait 
également envisager une étude plus approfondie des autres gènes d’intérêts. L’utilisation 
simultanée de nombreux gènes d’intérêt (5 ou plus) après plusieurs passages permettrait une 
étude plus précise de l’évolution génétique de Cryptosporidium. Finalement, des passages 
entre différentes espèces animales pourraient soumettre les ookystes à des pressions de 
sélection différentes et ainsi modifier le génotype ainsi que le phénotype du parasite de 
génération en génération.  
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